
















































            Memoria que presenta: 
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de  diferentes  compuestos  alifáticos  lineales,  principalmente  alcanos  y 
ácidos  grasos,  catalizada  por  una  serie  de  peroxigenasas  fúngicas 
denominadas  peroxigenasas  inespecíficas  (UPO).  Se  han  estudiado  en 
mayor  profundidad  las  reacciones  catalizadas  por  la  peroxigenasa  del 
hongo  Marasmius  rotula  (MroUPO)  y  también  se  han  llevado  a  cabo 
estudios  con  la  peroxigenasa  de  Chaetomium  globosum  (CglUPO), 
comparándose  con  la  peroxigenasa  salvaje  de  Agrocybe  aegerita 
(AaeUPO)  y  la  peroxigenasa  recombinante  de  Coprinopsis  cinerea 
(rCciUPO). Estas peroxigenasas, descubiertas recientemente, son capaces 
de  oxidar  una  gran  variedad  de  sustratos  orgánicos  con  peróxido  de 
hidrógeno  (H2O2)  como único  co‐sustrato, presentando  además de ésta, 
otras  importantes  ventajas  frente  a  los  citocromos  P450  (P450),  las 




verificar  el  mecanismo  de  acción  de  estas  reacciones  enzimáticas,  se 
llevaron  a  cabo  estudios  con  peróxido  de  hidrógeno  marcado  con  el 
isótopo de oxígeno 18 (H218O2). 
Los  resultados  de  esta  Tesis  demuestran  que  MroUPO  cataliza  la 
oxifuncionalización  selectiva  de  los  sustratos  estudiados,  revelando 
importantes  y  novedosas  diferencias  con  respecto  a  las  otras  dos 
peroxigenasas (AaeUPO y rCciUPO) estudiadas anteriormente. En estudios 
previos  se  había  visto  que  estas  dos  últimas  peroxigenasas  catalizan  la 
hidroxilación de ácidos grasos  saturados en  las posiciones  subterminales 
(‐1  y  ‐2)  obteniéndose  como  productos  principales  los  derivados 
monohidroxilados  en  dichas  posiciones.  Del  mismo  modo,  estas 
peroxigenasas  son  capaces de hidroxilar  las posiciones  subterminales de 
los  alcanos  a  ambos  lados  de  la  cadena  hidrocarbonada  dando  lugar  a 
derivados monohidroxilados (en las posiciones 2 y 3)  y dihidroxilados (en 
las  posiciones  2,  ‐1;  2,  ‐2  y  3,  ‐2).  Sin  embargo,  la  peroxigenasa 
MroUPO,  además  de  hidroxilar  las  posiciones  subterminales  de  estos 
2 
 
compuestos  alifáticos  (alcanos  y  ácidos  grasos  saturados),  es  capaz 
también de catalizar  la hidroxilación terminal de  los mismos, dando  lugar 
finalmente  a  la  producción  de  ácidos  dicarboxílicos.  Cabe mencionar  la 
importancia  de  esta  reacción  debido  a  la  dificultad  de  producir 
químicamente la hidroxilación terminal de compuestos alifáticos, así como 
el  interés  industrial  de  los  productos  finales,  los  ácidos  dicarboxílicos, 
utilizados como “building blocks” o material de partida para la producción 
de polímeros. 
Otra  reacción de  interés descubierta en esta Tesis es  la descarboxilación 
de ácidos mono‐ y dicarboxílicos dando lugar a un ácido con un átomo de 
carbono  menos  en  la  cadena  hidrocarbonada.  Esta  reacción  de 
acortamiento de la cadena se inicia con una  hidroxilación en el carbono  
(adyacente al grupo carboxilo) que tras una nueva hidroxilación da lugar a 
un  gem‐diol,  en  equilibrio  con  el  ‐cetoácido,  que  en  presencia  de 
peróxido de hidrógeno se descarboxila dando  lugar a  la  formación de un 
ácido con un carbono menos en la cadena.  
Finalmente,  esta  Tesis  también  aborda  el  estudio  de  las  reacciones  de 
oxifuncionalización  de  ácidos  grasos  insaturados  por  peroxigenasas, 
incluyendo MroUPO y CglUPO. En estudios previos con  las peroxigenasas 
AaeUPO y rCciUPO se había observado que estas enzimas se comportaban 
de  igual  modo  frente  a  sustratos  saturados  e  insaturados,  es  decir 
hidroxilaban  las  posiciones  ‐1  y  ‐2  de  los  ácidos  grasos  insaturados 
“ignorando”  la presencia del doble enlace. Sin embargo,  se observó que 
MroUPO y CglUPO catalizan  la epoxidación (e hidroxilación en posiciones 
alílicas)  de  los  dobles  enlaces  en  los  ácidos  grasos  insaturados.  Esta 
reacción es de gran interés industrial ya que los epóxidos de ácidos grasos 
se  utilizan  industrialmente  para  la  síntesis  de  un  gran  número  de 
compuestos  como  polioles,  glicoles  y  compuestos  olefínicos, 
estabilizadores  para  polímeros  y  plastificantes  para  el  desarrollo  de 
derivados de cloruro de polivinilo (PVC).  






aún  queda  camino  por  recorrer  para  mejorar  estas  reacciones,  los 















  La  búsqueda  de  métodos  químicos  para  la  síntesis  orgánica  de 
compuestos de interés industrial es un reto para la investigación, y en los 
últimos años está adquiriendo cada vez más relevancia. Entre los diversos 
tipos  de  reacciones  químicas  de  interés  industrial  se  encuentran  las 
reacciones  de  oxifuncionalización.  Las  reacciones  de  oxifuncionalización 
son  aquéllas  en  las  que  se  introducen  átomos  de  oxígeno  en  un 
compuesto  orgánico  adquiriendo  éste  una  funcionalidad  diferente, 
obteniéndose  por  tanto  productos  de  múltiples  utilidades  e  intereses. 
Entre las reacciones de oxifuncionalización de mayor relevancia industrial 
podemos  destacar  la  hidroxilación  de  compuestos  aromáticos  para  su 
utilización  como  herbicidas  y  precursores  de  fármacos  (Ullrich  and 
Hofrichter,  2005;  Ullrich  and  Hofrichter,  2007;  Kinne  et  al.,  2008),  la 
síntesis  de  alcoholes  a  partir  de  alcanos  (Bordeaux  et  al.,  2012),  la 
obtención  de  aromas,  fragancias,  insecticidas  y  solventes  mediante  la 
oxidación  de  terpenos  (Fuchs  and  Schwab,  2013),  la  oxidación  del 
ciclohexano  a  ciclohexanona,  ampliamente  utilizada  como  solvente 
orgánico y para  la producción de Nylon y Perlón  (Peter et al., 2014) o  la 
producción  de  epóxidos  y  alcoholes  secundarios  ópticamente  puros, 
utilizados  como  “building  blocks”  para  la  obtención  de  productos  de 




las mismas.  Los  catalizadores  químicos  son  ampliamente  utilizados,  de 
hecho,  en  las  últimas  décadas  han  tenido  lugar  grandes  avances  en  la 
catálisis mediada  por metales  de  transición  y  en  la  organocatálisis.  Sin 
embargo,  estos  catalizadores  presentan  ciertas  desventajas  frente  a  los 
catalizadores enzimáticos (Hollmann et al., 2011). Los biocatalizadores son 
sustancias que aceleran  las  reacciones químicas que  se producen en  los 
seres vivos quedando  inalteradas tras el proceso. Lo hacen reduciendo  la 
energía  necesaria  para  llegar  a  un  estado  de  activación  en  el  cual  los 




aceleran  la  velocidad  de  la  reacción,  la  cual  es  normalmente  varios 
órdenes  de  magnitud  mayor  que  la  reacción  sin  catalizar  e  incluso 
catalizada químicamente. 
Las  enzimas  encargadas  de  procesos  metabólicos  o  de  detoxificación 
suelen  tener  un  amplio  rango  de  sustratos  y  son  bastante 
estereoespecíficas,  las  reacciones  que  catalizan  dan  lugar  a  menos 
productos  secundarios,  son  reacciones  fácilmente  regulables  y  por  lo 
general se consideran menos perjudiciales para el medio ambiente debido 
a  las  condiciones  suaves  de  temperatura,  pH  y  presión  en  las  que  se 
desarrollan y a la naturaleza biodegradable de los catalizadores (Torrelo et 
al., 2015).  





2011).  Entre  las  reacciones  de  oxifuncionalización  industriales 
biocatalizadas, un 40% pertenece  a  reacciones de hidroxilación,  seguida 
de  la  oxidación  de  alcoholes  y  aminas  (22%),  la  epoxidación  (14%)  y  la 
dihidroxilación (14%), quedando un 5% para desaturación y otro 5% para 
la oxidación Baeyer‐Villiger  (Hollmann et  al., 2011).  Los biocatalizadores 
más  utilizados  para  llevar  a  cabo  estas  reacciones  tanto  en  la  industria 
farmacéutica  como  en  la  química  son  las  oxidorreductasas  (Fuchs  and 
Schwab,  2013).  Según  el  Comité  de  Nomenclatura  de  la  Unión 
Internacional  de  Bioquímica  y  Biología  Molecular  (NC‐IUBMB) 
(http://www.sbcs.qmul.ac.uk/iubmb/enzyme), que clasifica a  las enzimas 
asignándoles un número EC (Enzyme Commission), éstas se dividen en seis 






Tabla  1.1.  Clasificación  de  las  enzimas  según  el  Comité  de  Nomenclatura  de  la  Unión 
Internacional de Bioquímica y Biología Molecular (NC‐IUBMB). 
 
EC Nombre Reacción Ejemplo 
EC 1  Oxidorreductasas 
Catalizan  reacciones  de  oxidación  y 







Catalizan  la  transferencia  de  un 











EC 5  Isomerasas  Catalizan  cambios  internos  en  la molécula  ABC               BCA 
EC 6  Ligasas 
Catalizan  la unión de dos moléculas 
mediante  la  formación  de  enlaces 
como  C‐C,  C‐O,  C‐N,  C‐S  con  la 


















Las  oxidorreductasas  son  un  grupo  muy  amplio  de  enzimas 
distribuidas entre  los organismos microbianos, vegetales y animales, que 
catalizan  el  intercambio  de  electrones  o  equivalentes  redox  entre 
moléculas  donadoras  y  aceptoras  de  los  mismos.  Dichas  reacciones 
involucran la transferencia de un electrón, la abstracción de un protón, la 
extracción de un hidrógeno,  la transferencia de un hidruro o  la  inserción 
de  oxígeno.  Normalmente  tienen  lugar  dos  semi‐reacciones,  una  de 
oxidación  y  otra  de  reducción,  siendo  activados  y/o  transformados  al 
menos dos sustratos, uno que se oxida y otro que se reduce (Xu, 2005). 
El  interés de estas enzimas está relacionado con diversas aplicaciones de 
las  mismas,  incluyendo  a)  Aplicaciones  técnico‐industriales,  como  la 
transformación  de  materiales  lignocelulósicos,  la  derivatización  de 
carbohidratos  o  su  uso  como  detergente  o  en  la  industria  textil;  b) 
Aplicaciones  en  la  industria  alimentaria;  c)  Aplicaciones 
medioambientales,  como  la  biodetoxificación  de  pesticidas;  d) 
Biosensores,  para  la  detección  de  O2;  e)  Síntesis  orgánica,  como  la 
transformación de una gran variedad de moléculas alifáticas y aromáticas, 
o  la  funcionalización de hidrocarburos mediante  reacciones que pueden 
ser  regio‐,  enantio‐,  enantiotopo‐  y  quimioselectivas;  y  f)  Aplicaciones 
médicas como desinfectante entre otras muchas (Xu, 2005).  
Según el NC‐IUBMB mencionado anteriormente,  las oxidorreductasas (EC 
1),  se  dividen  en  24  subclases  dependiendo  del  tipo  de  reacción  que 
catalizan (Tabla 1.2). 
La  mayoría  de  las  oxidorreductasas  requieren  cofactores,  es  decir, 
componentes  no  proteicos  de  bajo  peso molecular  necesarios  para  su 
funcionamiento. Los cofactores pueden ser inorgánicos u orgánicos. Estos 
últimos,  cuando  están  unidos  covalentemente  a  la  apoproteína  (parte 
proteica de  la enzima)  se denominan grupos prostéticos,  como el grupo 
hemo. Por otro lado, hay otro tipo de cofactores que se unen con menos 






Tabla 1.2. Clasificación de  las oxidorreductasas dependiendo de  la  reacción que catalizan 





































subgrupo EC 1.14  (Tabla 1.2), pertenecen al primero de  los dos  tipos de 
oxidorreductasas  sobre  las que  se profundiza  a  continuación,  siendo un 
buen  ejemplo  de  las  enzimas  que  requieren  estos  cofactores  y  además 
están  distribuidas  por  todos  los  reinos  biológicos  catalizando  una  gran 
variedad de reacciones de oxidación. El segundo es un grupo de enzimas 
descubiertas  recientemente  (Ullrich  et  al.,  2004),  las  llamadas 
peroxigenasas  inespecíficas  (unspecific  peroxygenases,  UPOs),  que  no 
requieren de  los  cofactores mencionados  anteriormente,  incluidas en el 




  La  mayoría  de  los  P450  pertenecen  a  la  clase  principal  de 
oxidorreductasas EC 1, concretamente a la que actúa con dos dadores de 
electrones  incorporando  o  reduciendo  oxígeno  molecular  (EC  1.14.x), 
aunque  hay  algunas  excepciones,  en  la  clase  principal  de  isomerasas  y 
liasas (EC 5.3.x y EC 4.2.x) (Degtyarenko, 2004). 
Los P450  representan una de  las  superfamilias de proteínas enzimáticas 
más  amplias  y  antiguas.  Los  genes  que  codifican  estas  enzimas  están 
presentes  en  todos  los  reinos  biológicos  (Hannemann  et  al.,  2007).  Los 
P450  son  pigmentos  rojos  que  contienen  grupo  hemo,  el  cual  unido  a 












átomo  de  oxígeno  se  incorpora  al  sustrato mientras  el  otro  átomo  se 
reduce a H2O (Lewis, 2001). Dos electrones son suministrados al P450 por 
el NAD(P)H mediante una  flavoproteína de oxidación‐reducción  (como  la 
P450  reductasa)  y  en  algunos  casos  una  proteína  de  hierro‐azufre 
(ferredoxina). 





hemoperoxidasas  como  la  cloroperoxidasa  (CPO)  o  la  peroxidasa  de 
rábano (HRP), aunque el  ligando proximal varía entre ellas. En  los P450 y 
en  general  en  las  proteínas  hemotiolato,  el  átomo  de  hierro  está 








los  seres  vivos  cumplen  de  forma  general  dos  papeles  fundamentales. 
Algunos  catalizan procesos de oxidación  involucrados en  la biosíntesis o 
biodegradación  de  compuestos  endógenos,  mientras  que  un  segundo 
grupo  se  encarga  de  la  biotransformación  oxidativa  de  sustancias 
exógenas,  facilitando  su  eliminación  del  organismo  (Mansuy,  1998).  Se 
encuentran  involucrados  en  la  biotransformación  de  medicamentos, 
xenobióticos,  metabolismo  de  carcinógenos  químicos,  biosíntesis  de 
compuestos  fisiológicos  (esteroides,  ácidos  grasos,  eicosanoides, 
vitaminas  liposolubles  y  ácidos  biliares),  y  en  la  conversión  de  alcanos, 














membrana,  expresadas  en  la  membrana  del  retículo  endoplásmico  de 
plantas,  hongos  y  animales  (estos  últimos  también  las  expresan  en  la 
membrana  interna  de  las  mitocrondrias),  y  están  principalmente 
involucradas en reacciones de biosíntesis y detoxificación (Williams et al., 
2000).  Por  otro  lado,  los  P450  bacterianos  están  implicados  en  el 
metabolismo del carbono (Fulco, 1991) y son enzimas solubles no unidas a 
membrana,  lo cual  facilita su expresión y purificación  (Munro & Lindsay, 
1996).  La  primera  enzima  con  autosuficiencia  para  la  actividad  P450 
reductasa  (flavoproteína  que  en  este  caso  está  fusionada  a  la 
hemoproteína) se encontró en Bacillus megaterium y se nombró P450BM3 
(CYP102A2)  (Warman  et  al.,  2005).  Debido  a  estas  características,  esta 

















Por  tanto,  la  diversidad  de  reacciones  que  los  P450  son  capaces  de 
catalizar  es  enorme  incluyendo  hidroxilaciones,  N‐,  O‐  y  S‐ 
desalquilaciones,  sulfoxidaciones,  epoxidaciones,  desaminaciones, 
desulfuraciones,  deshalogenaciones,  peroxidaciones,  reducciones, 
deshidrataciones e  isomerizaciones  (Bernhardt, 2006; Guengerich, 2001). 
En  la  Tabla  1.3  se  muestran  diferentes  tipos  de  reacciones  de 
monooxigenación de los citocromos P450 (Poraj‐Kobielska M, 2013). 
Los  citocromos  P450  presentan  una  versatilidad  catalítica  muy  amplia, 
aunque  por  el  contrario  también  una  serie  de  desventajas  como 
biocatalizadores de elección para reacciones de interés industrial, como el 
hecho  de  ser  intracelulares,  por  tanto  poco  estables,  difíciles  de  aislar, 





















































R O CH3 R O CH2 OH R OH + H2C O
R NH CH3 R NH CH2 OH R NH2 + H2C O





















































1.11)  (Tabla  1.2),  las  peroxidasas  (EC  1.11.1)  y  las  peroxigenasas  (EC 
1.11.2).  Las  primeras  catalizan  preferentemente  oxidaciones  que 
involucran la transferencia de un electrón sin intercambio de oxígeno. Las 





  Las  peroxidasas  son  enzimas  secretadas,  presentes  en  todos  los 
reinos, que usan peróxido de hidrógeno (H2O2) o hidroperóxidos orgánicos 
(R‐OOH) como co‐sustratos aceptores de electrones. En general, durante 
el  ciclo  catalítico  de  una  hemoperoxidasa  dos moléculas  de  sustrato  se 
oxidan  por  abstracción  de  un  electrón  (sin  transferencia  de  oxígeno) 
mientras  que  se  consume  una molécula  de H2O2  y  se  producen  dos  de 
agua (Hofrichter & Ullrich, 2007). 
Las peroxidasas  catalizan oxidaciones de abstracción de un electrón que 
resulta  en  la  formación  de  radicales  libres  (ej.  radicales  de  cationes 
fenoxilo y arilo), cationes reactivos (ej. Mn3+) o aniones (ej. OCl‐) que están 
involucrados  en  la  degradación  de  la  lignina  y  sustancias  húmicas,  la 
oxidación de compuestos tóxicos y en reacciones inespecíficas de defensa. 
Además,  algunas  peroxidasas  pueden  catalizar  oxidaciones  de  dos 
electrones  junto  con  reacciones  de  transferencia  de  oxígeno  (actividad 
peroxigenasa),  guardando  semejanzas  con  las  monooxigenasas 









Tabla  1.4.  Clasificación  de  las  peroxidasas  (EC  1.11.1.x)  dependiendo  de  la  reacción  que 


































de  electrones  y  usar  diferentes  modos  catalíticos  de  oxidación  (ej. 
oxidación de un electrón vs. dos electrones). La definición de  la reacción 









a)  peroxidasas‐ciclooxigenasas  (anteriormente  animal  o  mamífero 
peroxidasas),  b)  catalasas,  c)  la  di‐hemo  citocromo  c  peroxidasa,  d) 
peroxidasas no animales o vegetales que dependiendo de la secuencia, el 
organismo hospedador y  la  función  fisiológica,  se dividen en  tres  clases, 
Clase  I  (peroxidasas  intracelulares  y/o bacterianas), Clase  II  (peroxidasas 
fúngicas  secretadas  incluyendo  peroxidasas  que modifican  la  lignina)  y 
Clase  III  (peroxidasas secretadas de plantas  involucradas en  la biosíntesis 
de  la  lignina),  e)  hemo‐tiolato  peroxidasas  (HTP)  y  f)  peroxidasas 
decolorantes (Hofrichter et al., 2010).  
El  grupo  prostético  hemo  de  las  hemoperoxidasas  tiene  un  grupo 
protoporfirina  IX  con  el  átomo  de  hierro  formando  seis  enlaces  de  la 
misma forma que en los P450, salvo que en este caso el quinto enlace es 





Caldariomyces  fumago  (CfuCPO)  (EC  1.11.1.10),  descubierta  en  1959 









al.,  2010).  Cataliza  la  cloración,  bromación,  y  yodación  (no  fluoración) 
inespecífica  de  varios  sustratos  orgánicos  electrofílicos  vía  ácido 
hipohaloso.  Además  de  la  halogenación,  cataliza  reacciones  de  N‐
desalquilación,  oxidación  de  grupos  amino  a  nitroso,  epoxidación  de 
olefinas, hidroxilaciones bencílicas y propargílicas, oxidación de alcoholes 
y aldehídos y  sulfoxidaciones, así  como  reacciones de peroxidasa  clásica 
(oxidación de un electrón del  fenol);  sin embargo,  los anillos aromáticos 
no son susceptibles de la transferencia de oxígeno catalizada por CPO. En 














orgánico  o  hidrógeno,  AOH  el  producto  hidroxilado  y  ROH  el  peróxido 
reducido o agua (Hofrichter et al., 2015).  


























Este  grupo  de  enzimas  comprende  una  serie  de  proteínas 
extracelulares secretadas por hongos, con estructura hemotiolato y cuyo 
primer ejemplar fue descrito recientemente como una haloperoxidasa del 




la  proteína  de  Agrocybe  aegerita  probaron  una  fuerte  actividad  de 
bromación  (aunque  débil  cloración  e  iodación)  de  esta peculiar  enzima. 
Además de halogenar  la monoclorodimedona  (MCD)  (sustrato específico 
de  CPO,  aunque  con menor  actividad  que  ésta),  también  demostró  ser 
capaz de oxidar algunos haluros (Cl‐, Br‐ y  I‐) aunque muy débilmente, así 
como alcoholes aromáticos, estos últimos  con mayor actividad que CPO 




transferir  oxígeno  hidroxilando  el  naftaleno  y  otros  compuestos 
aromáticos,  sería  clasificada  poco  después  como  una  peroxigenasa 
aromática  (APO). Finalmente, tras observarse su capacidad para catalizar 
también  la  hidroxilación  de  compuestos  alifáticos,  adquiere  el  nombre 
definitivo de peroxigenasa inespecífica (Gutiérrez et al., 2011; Peter et al., 
2011; Hofrichter et al., 2015). Esta enzima sería más adelante cristalizada 
por  el  grupo  del  Prof.  Klaus  Piontek,  de  la  Universidad  de  Freiburg, 
Alemania (Piontek et al., 2013) (Figura 1.2). Se trata de una proteína de 45 
kDa muy  glicosilada  (20‐40%  de  carbohidratos)  con  el  grupo  prostético 
hemo  b  unido  a  la  cisteína,  al  igual  que  en  la  CPO  y  los  P450, 
compartiendo  con  ellas  algunas  secuencias  homólogas  y  propiedades 
catalíticas, aunque a diferencia de  los  citocromos, es extracelular  y  sólo 







naranja y  láminas  en verde)  incluyendo el  cofactor hemo en el  centro y  su  ligando Cys36 









Figura  1.3.  Esquema  de  la  reacción  de  hidroxilación  del  naftaleno  por  la  peroxigenasa  de 




hongo Coprinellus  radians, mostrando  también una  fuerte  capacidad de 
bromación y débil cloración, además de oxidación del naftaleno, alcoholes 
aromáticos y oxidación débil del bromuro (Ahn et al., 2007 y Aranda et al., 





sustratos voluminosos  (Gröbe et al., 2011). Más  tarde  se obtuvo  la UPO 
recombinante  del  hongo  Coprinopsis  cinerea  (rCciUPO)  expresada  en 
Aspergillus oryzae  (Babot et al., 2012) y posteriormente  la peroxigenasa 
del ascomiceto Chaetomium globosum (CglUPO) (Kiebist et al., 2017). 



















sólo  se  encuentra  en  basidiomicetos  y  ascomicetos.  CPO,  MroUPO  y 






Figura 1.4. Árbol  filogenético de  las  secuencias de UPO/HTP usando distancias genéticas de 
Jukes‐Cantor.  Verde  –  Basidiomycota,  rojo  –  Ascomycota,  azul  –  Oomycota,  morado  – 





A  continuación  se  describen  las  principales  reacciones  catalizadas  por 
estas peroxigenasas inespecíficas (Tabla 1.6): 
 



















































































































































































































La  oxigenación  aromática  de  las  UPOs  se  estudió  inicialmente 
mediante  el  análisis  del  naftaleno  y  del  tolueno  como  sustratos  de  las 
mismas  (Ullrich  &  Hofrichter,  2005).  El  naftaleno  se  epoxida 
regioespecíficamente  por  diferentes UPOs  a  1,2‐óxido‐naftaleno,  que  se 





ácido  benzoico,  p‐  y  o‐cresol,  y  metilhidroquinona.  La  proporción  de 
hidroxilación alquílica vs. oxigenación aromática es de 2:1 en el  caso de 
AaeUPO  y  de  26:1  en  el  caso  de  MroUPO,  aunque  la  oxigenación 
aromática desaparece con AaeUPO al aumentar el  tamaño de  la cadena 
lateral de los sustratos (Gröbe et al., 2011).  
Otros  hidrocarburos  aromáticos  policíclicos  como  metil  naftalenos, 





oxidar preferentemente  la cadena  lateral alquílica o  los grupos metilenos 
de anillos no aromáticos (ej. C9 del fluoreno). AaeUPO también cataliza la 
producción  de  fenol  a  partir  de  benzeno  vía  epóxido.  Los  productos 
fenólicos  formados  durante  la  peroxigenación  aromática  pueden  ser 
sustratos de la actividad peroxidasa de las UPOs (oxidación de un electrón) 
produciendo  radicales  fenoxilo que  tienden a polimerizar. Esto se puede 
prevenir mediante  la adición de ácido ascórbico, que reacciona con estos 
radicales  formando  radicales  ascorbilo,  los  cuales  a  su  vez  pueden 








atacado  en  la  cadena  lateral  sino que  se hidroxila  exclusivamente  en  la 
posición  para‐  del  anillo  aromático.  Ambos  enantiómeros  de  este 
compuesto se hidroxilan por  la AaeUPO, con una mayor preferencia para 
el enantiómero R, mostrando que  la orientación espacial de  las cadenas 
laterales  puede  influir  en  la  regioselectividad  de  las UPOs  (Kinne  et  al., 
2008).  Por  otra  parte,  el  isómero  trans  del  estilbeno  se  hidroxila 
principalmente  en  las  posiciones  4  y  4´  por  estas  peroxigenasas, 




Con posterioridad a  los primeros estudios  sobre  la oxigenación de 
compuestos  aromáticos,  se  observó  que  las  UPOs  catalizan  también  la 
hidroxilación  de  diferentes  compuestos  alifáticos  como  alcanos  lineales, 
ramificados  y  cíclicos,  alcoholes  y  ácidos  grasos  (Gutiérrez  et  al.,  2011, 
Peter  et  al.,  2011  y  Peter  et  al.,  2014).  En  referencia  a  los  resultados 
obtenidos con los alcanos cortos, utilizados como sustrato de AaeUPO, los 
productos mayoritarios  identificados fueron alcoholes en  las posiciones 2 
y 3,  variando  la proporción entre ambas  según  la  longitud de  la  cadena 
(Peter et al., 2011). Por otro  lado, en cuanto a  las reacciones de AaeUPO 
con  alcanos  de  cadena  larga,  ácidos  grasos  y  alcoholes,  se  observaron, 
además  de  los  derivados  monohidroxilados  en  las  posiciones 
subterminales,  las  respectivas  cetonas  (producto  de  su  re‐oxidación)  y 
dioles,  debido  a  la  hidroxilación  en  ambos  lados  de  la  cadena,  con  sus 
respectivos  derivados  hidroxiceto  y  diceto  (Gutiérrez  et  al.,  2011).  Los 
alcanos  ramificados  (hasta  cierto  punto  de  ramificación)  también  se 
hidroxilaron por  la AaeUPO, preferentemente en  los carbonos  terciarios. 
Por  otra  parte,  los  cicloalcanos  (de  5  a  8  carbonos)  produjeron 
















(ningún  producto  con  ambas  oxifuncionalizaciones).  En  el  caso  del  cis‐
buteno se formó más del doble de epóxido que con el isómero trans, de la 
misma forma que con los derivados del estireno, pudiendo concluirse que 






de  uno  de  los  carbonos  contiguos  al  heteroátomo,  produciendo 
intermediarios hemiacetales / hemiaminales inestables (–HCOH–O–CH2– / 
–HCOH–NH‐CH2–),  que  se  disgregan  espontáneamente  liberando  agua.  
De esta forma los hemiacetales producen alcoholes o fenoles y aldehídos y 
los  hemiaminales  generan  aminas  primarias  o  secundarias  y  aldehídos 
(Kinne et al., 2009; Poraj‐Kovielska M, 2013). 
La  incorporación del oxígeno del peróxido  en  el  sustrato, que  lleva  a  la 
posterior escisión,  fue demostrada usando p‐nitrobencil éter  y peróxido 
de  hidrógeno  marcado  con  18O  (H218O2)  como  sustrato  y  co‐sustrato 
respectivamente  (Kinne  et  al.,  2009).  El  oxígeno  es  introducido  en  la 







Las  UPOs  son  capaces  de  transferir  oxígeno  a  heteroátomos 
orgánicos como azufre y nitrógeno. En el caso del dibenzotiofeno el azufre 
se oxida produciendo los correspondientes sulfóxido y sulfona (Aranda et 
al.,  2009).  Si  bien  AaeUPO  preferiblemente  hidroxila  los  anillos  de 
benceno de este sustrato, CraUPO ataca al azufre del heterociclo. En una 
reacción  similar,  la  cadena  lateral  del  tioanisol  se  transforma  con  gran 
eficacia de forma enantioselectiva en el correspondiente (R)‐sulfóxido. La 
piridina y  la halo‐, nitro‐, y cianopiridinas son oxidadas por AaeUPO en el 
nitrógeno  exclusivamente  para  formar  los  respectivos  nitróxidos  de 
piridina, sin embargo, en  las piridinas metiladas se oxidan tanto el grupo 
metilo como el nitrógeno del anillo (Hofrichter et al., 2015). 




aunque  a  diferencia  de  CPO  oxida  débilmente  el  cloruro.  MroUPO  sin 
embargo,  prácticamente  no  presenta  actividad  oxidando  el  bromuro, 
indicando que no todas las UPOs tienen lugares de unión específicos a los 
haluros.  Los  halógenos  unidos  a  átomos  de  carbono,  al  hidroxilarse,  se 









En el caso de  los esteroles  libres, se probaron diferentes sustratos de  los 
cuales  el  colesterol  fue  el  más  transformado,  siendo  rCciUPO  la  única 




productos mayoritarios  observados  fueron  derivados monohidroxilados, 
principalmente  en  la  posición  25  de  la  cadena  lateral.  En  cuanto  a  las 
cetonas  esteroidales,  rCciUPO  volvió  a  ser  la  enzima  más  eficaz 
oxigenando  estos  compuestos,  predominando  de  nuevo  el  producto 
monohidroxilado en el carbono 25 de la cadena lateral, a excepción de la 
testosterona, que no  fue  transformada por ninguna de  las  tres enzimas. 
También  se  observaron  algunos  derivados  hidroxilados  en  el  anillo 
esteroidal, preferentemente por MroUPO. De nuevo  rCciUPO  fue  la más 
eficiente  en  el  caso  de  los  hidrocarburos  esteroidales,  a  excepción  del 
pregnano,  que  sólo  fue  modificado  por  MroUPO.  En  cuanto  a  los 
productos  formados  se  observaron  además  de  los  derivados 
monohidroxilados  en  la  posición  25,  productos  dihidroxilados  y 
trihidroxilados debido a la hidroxilación en el anillo esteroidal. Los mejores 
resultados  con  los  ésteres  de  esteroles  se  obtuvieron  con  rCciUPO  y  el 
colesteril  acetato,  siendo  el  25‐hidroxiderivado  el  único  producto 
identificado (Babot et al., 2015a).  
Durante el desarrollo de otras investigaciones sobre este tipo de sustratos, 
además  de  los  productos  hidroxilados  mencionados,  en  algunos  casos 
(como el de  la  cortisona)  se observó  la eliminación de  la  cadena  lateral 
(Ullrich et al., 2018). 
Posteriormente, un nuevo estudio con dos secosteroides (colecalciferol o 
vitamina  D3  y  ergocalciferol  o  vitamina  D2)  usados  como  sustratos  de 
rCciUPO  y AaeUPO,  reveló que ambas enzimas  son  capaces de oxigenar 
dichos  compuestos  produciendo  los  derivados  monohidroxilados  25‐
hidroxivitamina D3 y 25‐hidroxivitamina D2. En el caso de  la vitamina D3, 
rCciUPO  transformó  completamente  el  sustrato  con  una  altísima 
regioselectividad,  siendo  el  25‐hidroxiderivado  el  único  producto 
observado.  Sin embargo, AaeUPO, mostró una  conversión  algo menor  y 
dio  lugar  a  varios  productos  monohidroxilados,  además  del  25‐
hidroxicolecalciferol (Babot et al., 2015b). 
 
Para  concluir,  cabe  mencionar  que  atraídos  por  las  novedosas 




anteriormente  estudiadas  (AaeUPO,  CraUPO  y  rCciUPO),  durante  el 
desarrollo de esta Tesis se ha profundizado en el estudio de esta particular 
enzima  y  su  acción  sobre  sustratos  alifáticos.  Recientemente,  se  ha 
liberado su estructura cristalina (PDB entries 5FUJ and 5FUK) (Figura 1.5) y 
se  han  obtenido  una  serie  de  resultados  novedosos  que  demuestran  la 
capacidad  única  de  esta  peroxigenasa  inespecífica  de  realizar  tres 
reacciones  hasta  ahora  desconocidas  para  estas  enzimas  (i)  la 
hidroxilación  terminal  de  alcanos,  (ii)  el  acortamiento  de  la  cadena  de 
ácidos  carboxílicos  saturados  y  (iii)  la  epoxidación  de  ácidos  grasos 
insaturados,  característica que  comparte  con  la peroxigenasa del hongo 
Chaetomium  globosum  (CglUPO),  recientemente  descubierta.  Tres 
reacciones, que  tras  los  estudios detallados desarrollados  en  esta  Tesis, 















  El  objetivo  principal  de  la  presente  Tesis  es  el  estudio  de  la 
oxifuncionalización  enzimática  de  diferentes  compuestos  orgánicos 
alifáticos  por  peroxigenasas  fúngicas,  especialmente  la  peroxigenasa  de 
Marasmius  rotula  (MroUPO),  y  comparar  estas  reacciones  con  las 
catalizadas  por  las  peroxigenasas  de  Agrocybe  aegerita  (AaeUPO), 





























  En  la  presente  Tesis  se  ha  estudiado  la  oxifuncionalización  de 
diferentes compuestos alifáticos catalizada por la peroxigenasa fúngica de 
Marasmius  rotula  (MroUPO).  Con  propósitos  comparativos  también  se 
estudiaron las reacciones de dichos compuestos con las peroxigenasas de 




La peroxigenasa extracelular de M.  rotula  (32 kDa)  se aisló y purificó en 
JenaBios  (Jena,  Alemania)  (Gröbe  et  al.,  2011).  Para  ello,  los  hongos 
previamente cultivados en agar con un 2% de extracto de malta a 24 C se 
homogeneizaron en una  solución estéril de NaCl.  La  suspensión micelial 




Figura  3.1.  Imagen  del  hongo  basidiomiceto Marasmius  rotula,  conocido  como  la  seta  de 





La  purificación  de  la  enzima  se  realizó  mediante  cinco  pasos  de 
cromatografía  utilizando  un  sistema  FPLC  e  intercambiadores  aniónicos 
fuertes  (Q‐Sefarosa FF, mono Q 10/100, Source 15Q y Mono Q 5/50) así 









una  secuencia  que  difiere  considerablemente  de  las  otras  UPOs 















sulfato  de  amonio  y  sucesivas  FPLC  usando  columnas  de Q‐Sefarosa  FF 
(intercambio  iónico),  Superdex75  (tamiz)  y Mono Q  (intercambio  iónico) 
(Kiebist et al., 2017).  
La  cromatografía  reveló  dos  fracciones  enzimáticas  del  mismo  peso 
molecular  (36  kDa)  (Figura  3.2  C),  con  una  actividad  específica  de  4.4 
Umg‐1  (fracción 1) y 12 Umg‐1  (fracción 2), donde 1 unidad de actividad 

















estéril  de  NaCl.  La  suspensión micelial  resultante  se  inoculó  en  cultivo 
líquido  (en matraces  de  500 ml)  y  con  agitación  (100  rpm)  a  24  C,  en 
oscuridad  durante  14  días.  La  purificación  se  realizó  mediante 
cromatografía  de  intercambio  iónico  utilizando  una  combinación  de 
columnas de Q‐Sefarosa, SP‐Sefarosa y Mono S. El peso molecular de  la 
proteína  se  determinó mediante  electroforesis  en  gel  de  poliacrilamida 
con  dodecil  sulfato  de  sodio  (SDS‐PAGE).  Su  actividad  específica  es  117 
Umg‐1, donde 1 unidad de actividad enzimática representa la oxidación de 























de  alrededor  de  44  kDa  (Figura  3.2  A)  y  una  actividad  específica  de 












  Los  diferentes  estudios  con  las  peroxigenasas  previamente 
mencionadas  se  han  realizado  utilizando  como  sustratos  de  las mismas 














  Se  utilizaron  diversos  ácidos  grasos  saturados,  tanto mono‐  como 
dicarboxílicos,  de  diferente  longitud  de  cadena,  de  8  a  18  átomos  de 
carbono  en  el  caso  de  los  ácidos  monocarboxílicos  (ácidos  octanoico, 
nonanoico,  decanoico,  undecanoico,  dodecanoico,  tridecanoico, 
tetradecanoico, pentadecanoico, hexadecanoico y octadecanoico) y de 10 
a  15  átomos  de  carbono  en  el  caso  de  los  ácidos  dicarboxílicos  (ácidos 












































  Las reacciones enzimáticas de  los diversos sustratos  (0,1 mM a 0,3 
mM) con  las peroxigenasas fúngicas (0,2 a 2,4 µM) se  llevaron a cabo en 
tampón NaH2PO4.H2O 50 mM (pH 5,5 para MroUPO o pH 7 para CglUPO, 
AaeUPO  y  rCciUPO)  en  1  o  5  ml  de  volumen  total  de  reacción,  en 
presencia de H2O2  (0,5  a  30 mM), durante un  tiempo  variable  entre  30 
minutos  y 72 horas, a una  temperatura de 30  C, que en algunos  casos 
(alcanos  y  algunos  insaturados)  fue  de  40  C.  El  disolvente  orgánico 
utilizado  en  las  reacciones  para  solubilizar  el  sustrato  fue  acetona  y  se 
añadió  en  una  concentración  del  20%,  aumentada  al  40%  y  al  60%  en 
algunos casos. La velocidad de agitación para las reacciones de 5 ml fue de 
170 rpm en baño María, mientras que las reacciones de 1 ml se realizaron 





















  Una  vez  finalizadas  las  reacciones  enzimáticas,  los  productos  de 
reacción  se  recuperaron  mediante  extracción  líquido‐líquido  con  metil 
tert‐butil éter (Merck). Después de agitar, se separó la fase orgánica de la 
fase  acuosa  en matraces  Erlenmeyer  o  en  viales  según  el  volumen  de 
reacción (5 ml o 1 ml). Con la fase acuosa resultante, se repitió el proceso 





cromatografía  de  gases  acoplada  a  espectrometría  de  masas  (GC‐MS). 




  Los  análisis  de  los  productos  de  reacción  se  llevaron  a  cabo 
mediante GC‐MS  en  un  cromatógrafo  Shimadzu QP2010 Ultra,  con  una 


















Los  compuestos  se  identificaron  por  espectrometría  de  masas 
comparando  sus espectros de masas  con  los espectros existentes en  las 
librerías Wiley y NIST y con estándares. La cuantificación se realizó a partir 
del área del pico total de iones, utilizando los factores de respuesta de los 












El  uso  de  biocatalizadores  en  el  campo  de  la  síntesis  orgánica 
presenta  algunas  ventajas  frente  a  los  catalizadores  químicos  usados 
tradicionalmente,  como  mejor  regio‐  y  estereoselectividad,  menor 
formación de productos secundarios y menor impacto ambiental (Torrelo 
et  al.,  2015).  Los  citocromos  P450  (P450)  son  ampliamente  conocidos 
debido  a  las  numerosas  reacciones  que  pueden  catalizar  y  al  amplio 
espectro  de  sustratos  que  pueden  transformar.  Sin  embargo,  al  ser 
enzimas intracelulares en su mayoría unidas a membrana, son difíciles de 
extraer,  y  además  necesitan  de  cofactores  como  NADPH  que  cedan 
electrones  y  de  un  sistema  de  transporte  de  los mismos,  normalmente 
formado por enzimas auxiliares (flavoproteínas).  
Las UPOs, descubiertas  recientemente  (Ullrich et al., 2004),  son enzimas 
extracelulares,  por  tanto más  estables  y  sólo  requieren  la  presencia  de 
H2O2  como  co‐sustrato,  con  las  correspondientes  ventajas  que  supone 
frente a los P450 (Hofrichter et al., 2014). La peroxigenasa de Marasmius 
rotula  (MroUPO)  presenta  además  algunas  diferencias  respecto  de  las 
UPOs  conocidas  con  anterioridad,  como  la  incapacidad  para  oxigenar 
haluros  o  menor  capacidad  de  oxidación  de  compuestos  aromáticos, 
aunque  presenta  mayor  actividad  frente  a  compuestos  alifáticos  y  la 
capacidad de oxigenar sustratos más voluminosos (Hofrichter et al., 2015). 
Durante  el  desarrollo  de  la  presente  Tesis,  se  ha  estudiado  la 














(ii)  el  acortamiento  de  la  cadena  hidrocarbonada  de  ácidos  grasos 
saturados  carbono  a  carbono  y  (iii)  la  epoxidación  de  ácidos  grasos 
insaturados. 
Por otro lado, también se han estudiado los diferentes mecanismos de las 




  La  oxifuncionalización  selectiva  de  hidrocarburos  ha  sido  y  sigue 
siendo un reto para la química orgánica (Bordeaux et al., 2012). Debido a 
la  gran  fuerza  de  los  enlaces  C‐H  de  los  alcanos  lineales,  que  los  hace 
considerablemente  inertes,  y  a  la  ausencia  de  grupos  funcionales  para 
dirigir  la  catálisis,  los  catalizadores  químicos  necesarios  para  la 
oxifuncionalización  de  estos  compuestos  (generalmente  complejos 
biomiméticos  de  metales  de  transición)  se  caracterizan  por  ser  muy 
reactivos  y  tener  bajo  rendimiento  y  selectividad  (Glieder  et  al.,  2002; 
Peters  et  al.,  2003).  Además  de  estos  inconvenientes,  los  alcanos  son 
altamente hidrofóbicos,  lo que dificulta  su  solubilización  en  condiciones 
acuosas, que por el contrario  son  las más  favorables generalmente para 
los catalizadores enzimáticos.  
Se estudió la reacción de MroUPO con diversos alcanos lineales de cadena 
larga,  incluyendo n‐dodecano  y n‐tetradecano.  Se observó que MroUPO 
hidroxilaba ambos sustratos en  la posición ‐1 y, sorprendentemente, se 
vio  que  actuaba  también  sobre  la  posición  terminal  ,  como  puede 
observarse en  la  reacción  con el dodecano  (Figura  4.1).  La hidroxilación 
terminal  de  alcanos  diferencia  sustancialmente MroUPO  de  otras UPOs 
















como  son  el  alcohol  (1‐OH),  el  ácido  monocarboxílico  (COOH),  el  ‐
hidroxiácido (‐OH‐COOH) y el ácido α,‐dicarboxílico (di‐COOH), y de los 
productos derivados de la oxigenación en la posición ‐1, como la cetona 





con  0,5  µM  de  proteína  fueron  del  68%  y  45%  respectivamente, 
ascendiendo al 99% en el caso del  tetradecano  (0,1 mM) al aumentar  la 






















Estos  resultados  fueron objeto de publicación en  la  revista Angewandte 
Chemie International Edition (2016), donde se describe por primera vez la 
capacidad  de  hidroxilar  la  posición  terminal  de  alcanos  por  una 
peroxigenasa  fúngica,  llegando a  transformarlos en sus correspondientes 
ácidos  dicarboxílicos,  un  producto  de  interés  industrial  como  “building 
blocks” o material de partida para la formación de polímeros. El interés de 
dicha reacción no sólo se debe al interés de los productos obtenidos sino 
principalmente a  la  importancia de  conseguir una hidroxilación  terminal 
de un alcano en  condiciones  suaves, en un  solo paso  y en presencia de 
H2O2. 
 
4.2.  Acortamiento  de  la  cadena  hidrocarbonada  de  ácidos  grasos 
saturados 
  Durante el desarrollo de  la presente Tesis  también se observó por 





estudiar  un  ácido  dicarboxílico  (ácido  tetradecanodioico)  (di‐C14)  como 
sustrato de MroUPO (Figura 4.3). Con una conversión de sustrato del 93%, 
se encontró entre  los productos de reacción el ácido tridecanodioico  (di‐
C13)  (63% del  total de  los productos) y el ácido dodecanodioico  (di‐C12) 
(13%),  así  como  trazas  de  los  ácidos  undecanodioico  (di‐C11)  y 
decanodioico (di‐C10), junto con los derivados hidroxilados del di‐C14 y di‐
C13 en las posiciones ,  y .  
Cuando  se  estudió  la  reacción  con  ácidos  monocarboxílicos,  el 
acortamiento parecía depender de  la  longitud de  la cadena del sustrato. 
Así, mientras que en el caso del ácido  tetradecanoico predominaban  los 
productos de la oxigenación en las posiciones ‐1 y , en el caso del ácido 
decanoico  se  observó  una  cantidad  considerable  de  ácido  nonanoico, 







Figura  4.3.  Análisis  por  GC‐MS  de  la  reacción  de  MroUPO  (2,4  µM)  con  el  ácido 





ácidos  carboxílicos  sugiere  que  son  productos  intermediarios  de  la 
reacción del acortamiento de  la cadena. Para confirmar esta hipótesis se 
estudiaron  los ácidos ‐  y ‐hidroxitetradecanoico  como  sustratos de  la 
reacción con MroUPO. Los resultados revelaron que el acortamiento de la 
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En  las plantas, hongos y animales  la vía general de  la ‐oxidación de  los 
ácidos grasos conlleva  la formación de ácidos de dos átomos de carbono 
menos  (Schulz,  2008)  y  la  vía  alternativa  de  la ‐oxidación  que  lleva  al 




caso  formando  alquenos  terminales  en  lugar  de  ácidos  grasos  con  la 
cadena acortada (Dennig et al., 2015).  
Este acortamiento de  la cadena alifática, carbono a carbono,  representa 
una  reacción  novedosa  que  puede  tener  interesantes  aplicaciones 












biotecnológicas  como  la  obtención  de  ácidos  grasos  “a  medida”  tanto 
pares como  impares  (menos abundantes en  la naturaleza que  los pares), 
además de las ventajas del efecto par‐impar (“odd‐even effect”), ya que la 
solubilidad  en  agua  de  un  ácido  dicarboxílico  con  un  número  impar  de 
átomos de carbono es mayor que la del ácido dicarboxílico par adyacente 
(Zhang,  2013).  Estos  resultados  fueron  objeto  de  una  patente  y  dieron 






sus  aplicaciones más  conocidas  es  su  conversión  en  ésteres  de metilo 
(FAME,  “fatty  acid  methyl  esters”),  utilizados  en  la  producción  de 
biodiesel. Además, los FA y FAME insaturados pueden ser epoxidados para 
su  uso  en  la  síntesis  industrial  de  sustancias  químicas  y  productos 
intermediarios.  Industrialmente,  esta  epoxidación  se  lleva  a  cabo 
mediante  la  reacción  de  Prileshajev  (Prileschajew,  1909),  vía  ácido 
percarboxílico.  Sin  embargo,  esta  vía  de  obtención  de  ácidos  grasos 
epoxidados  presenta  algunas  desventajas,  como  la  apertura  del  anillo 
oxirano  en medio  ácido,  la  naturaleza  corrosiva  de  los  ácidos  utilizados 
para la generación de los perácidos y el carácter inestable de estos últimos 




Los  procesos  puramente  enzimáticos  se  presentan  por  tanto  como  una 
buena  alternativa  debido  a  su  mayor  selectividad  y  menor  impacto 
ambiental. Varias enzimas catalizan dicho proceso, como algunos P450 y 
peroxigenasas  de  plantas  (Tiran  et  al.,  2008;  Ruettinger &  Fulco,  1981), 






En  la presente Tesis  se describe por primera vez  la epoxidación de FA y 
FAME catalizada por peroxigenasas fúngicas. Para ello, se estudiaron tanto 
ácidos  grasos  monoinsaturados  como  poliinsaturados  de  diferente 
longitud  de  cadena  y  con  diferentes  posiciones  del  doble  enlace  como 
sustratos  de  las  peroxigenasas  inespecíficas  de  Marasmius  rotula 
(MroUPO)  y  Chaetomium  globosum  (CglUPO).  Estos  estudios  revelaron 
que  ambas  enzimas  son  capaces  de  catalizar  la  oxigenación  del  doble 
enlace y los carbonos adyacentes a éste, a diferencia de las peroxigenasas 
AaeUPO y rCciUPO que sólo hidroxilan las posiciones subterminales  y ‐
1  de  estos  sustratos.  En  el  caso  de  MroUPO,  el  producto  mayoritario 
observado  generalmente  fue  el  epóxido  en  el doble  enlace  y  en menor 
proporción  los  derivados  hidroxilados  en  las  posiciones  alílicas  y 




también  el  palmitoleico  (hasta  100%),  difiere  notablemente  de  la  del 
citocromo  p450  de  Bacillus  megaterium  (P450BM3),  un  citocromo  que 
presenta ciertas ventajas frente al resto debido a su naturaleza soluble y 















Además  de  los  sustratos  monoinsaturados,  se  estudiaron  sustratos 
poliinsaturados  como  el  ácido  linoleico  (con  dos  insaturaciones)  y  los 
ácidos  ‐  y  ‐linolénico  (con  tres  insaturaciones),  como  sustratos  de 
a
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CglUPO  y  MroUPO.  Aunque  ambas  UPOs  transformaron  casi 
completamente el ácido  linoleico, CglUPO fue más selectiva produciendo 




enzimas,  produciendo  monoepóxidos  y  diepóxidos  en  el  caso  del  ‐
linolénico. 
Los  FAME,  obtenidos  industrialmente  de  aceites  vegetales  por 
transesterificación con metanol, también se estudiaron como sustratos de 
ambas UPOs. Se seleccionaron  los ésteres de metilo de dos ácidos grasos 
monoinsaturados  (ácidos  miristoleico  y  oleico)  y  de  un  ácido  graso 
poliinsaturado  (ácido  linoleico). En cuanto a  los FAME monoinsaturados, 
CglUPO mostró  la misma selectividad hacia  la epoxidación con  los ácidos 
grasos metilados que con los ácidos grasos libres, mientras que MroUPO la 
mejoró en el caso del ácido oleico metilado. En el caso del éster de metilo 
del ácido  linoleico, CglUPO  fue también más selectiva hacia  la  formación 
del diepóxido que MroUPO, en  cuyo  caso además  también  se  formaron 
derivados hidroxilados de los epóxidos.  
Este  hecho  contrasta  con  la  incapacidad  del  P450BM3  para  hidroxilar 
FAME  (Miura  et  al.,  1975)  al  parecer  debido  a  que  necesita  el  grupo 
carboxilo  libre para  fijar el  sustrato al centro activo  (Ruettinger & Fulco, 
1981). 
La epoxidación selectiva de FA y FAME, reacción de gran interés industrial 









Figura  4.6. Análisis por GC‐MS de  las  reacciónes de  CglUPO  (a)  y MroUPO  (b)  con  el  ácido 
linoleico  (C18:2  cis,cis‐9,12) mostrando  el  sustrato  restante  (subrayado)  y  los  productos, 
entre  los que se encuentran  los diepóxidos (di‐E) anti y syn, y  los derivados epoxidados (ED). 
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  Con el  fin de estudiar  los diferentes mecanismos de  las reacciones 
descritas anteriormente así como el origen del oxígeno incorporado en los 
sustratos mencionados  y  comprobar  la  actividad  peroxigenasa  de  estas 
enzimas, se realizaron reacciones en presencia de peróxido de hidrógeno 
marcado (H218O2).  
Los  productos  de  reacción,  analizados  por  GC‐MS,  demostraron  que  el 
oxígeno  introducido  en  la  hidroxilación  de  alcanos  y  ácidos  carboxílicos 
saturados  e  insaturados,  tanto  en  las  posiciones  terminales, 
subterminales, alílicas y epoxidaciones, proviene del peróxido (Figura 4.7) 
y no del O2,  a diferencia de  las  reacciones  catalizadas por el P450 BM3 
(Munro et al., 2002).  




formando un  grupo  ceto, mientras que en el  carbono  terminal ,  tiene 





intercambio  provoca  que  en  los  espectros  de  masas  de  los  ácidos 
formados observemos fragmentos con ambos oxígenos 18O y 16O. Una vez 




grasos,  el  estudio  de  los  productos  de  reacción  sugirió  que  la  reacción 
comienza con la hidroxilación del sustrato en la posición , formándose el 
derivado  ‐hidroxiácido,  que  se  re‐oxida  hasta  la  forma  ceto,  la  cual 
reacciona  con  el  exceso de H2O2 descarboxilando  y  formando un nuevo 





(incluído  el H2O2)  (Cooper,  1983) dificultando  su  identificación  entre  los 
productos de la reacción, sí se pudo detectar su forma enólica, con la cual 
se encuentra en equilibrio. Las dos primeras hidroxilaciones se deben a la 
acción  de  la  enzima,  como  demuestran  los  controles  negativos  en 
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n‐alkanes  at  the  terminal  position—a  challenging  reaction  in  organic 
chemistry—with  H2O2  as  the  only  cosubstrate.  Besides  the  primary 
product, 1‐dodecanol, the conversion of dodecane yielded dodecanoic, 12‐
hydroxydodecanoic, and 1,12‐dodecanedioic acids, as identified by GC–MS. 
Dodecanal  could  be  detected  only  in  trace  amounts,  and  1,12‐
dodecanediol was not observed,  thus  suggesting  that dodecanoic acid  is 
the  branch  point  between  mono‐  and  diterminal  hydroxylation. 
Simultaneously,  oxygenation  was  observed  at  other  hydrocarbon  chain 
positions  (preferentially  C2  and  C11).  Similar  results  were  observed  in 
reactions of  tetradecane. The pattern of products  formed,  together with 
data on the incorporation of 18O from the cosubstrate H218O2, demonstrate 
that the enzyme acts as a peroxygenase that is able to catalyze a cascade 






conditions  is  a  major  challenge  in  modern  chemistry.  Among  the 
thousands  of  reagents  for  organic  synthesis,  few  have  been  developed 
that  are  capable of  the  selective oxidation of  alkanes.[1]  The  alkane C‐H 






Members  of  the  cytochrome  P450  monooxygenase  (P450)  superfamily 
catalyze  the  selective  oxyfunctionalization  of  many  organic  substrates 
under mild and environmentally  friendly conditions,[2] and some of them 
are  able  to  catalyze  the  terminal  oxygenation  of  alkanes.[3,4]  However, 
owing to their frequent requirement for costly cosubstrates and auxiliary 
enzymes, among other reasons, applications of these versatile biocatalysts 
mainly  focus  on  the  production  of  drug  metabolites,  pharmaceutical 
products, and some specialty chemicals.[2,5,6] 
A  new  heme  peroxidase  type  was  discovered  12  years  ago  in  the 
basidiomycete Agrocybe aegerita,[7] which efficiently  transfers oxygen  to 
various  organic  substrates.[8,9]  This  enzyme  is  able  to  catalyze  reactions 
formerly assigned only to P450s.[10] It differs from classical peroxidases by 
the  presence  of  a  cysteine  residue  as  the  fifth  ligand  of  the  heme  iron 




domain  and  a  source  of  reducing  power,  the  A.  aegerita  enzyme  is  a 
secreted  protein.  It  is  therefore  far more  stable,  and more  importantly 
only  requires  H2O2  for  activation.[8]  In  the  latter  sense,  peroxygenase 
catalysis has similarities with  the so‐called “peroxide shunt” operating  in 







The  A.  aegerita  peroxygenase  was  shown  to  catalyze  interesting 
oxygenation  reactions  on  aromatic  compounds,  and  more  recently  its 
action on aliphatic compounds was demonstrated,[13–16] thus expanding its 
biotechnological interest. Therefore, the enzyme is known as an unspecific 
peroxygenase  (UPO).  After  the  first  peroxygenase  from  A.  aegerita 
(AaeUPO),[7]  similar  enzymes  have  been  found  in  other  basidiomycetes, 
such  as  Coprinellus  radians  (CraUPO)[17]  and  Marasmius  rotula 
(MroUPO),[18] and there are indications for their widespread occurrence in 
the fungal kingdom.[19,20] Moreover, an UPO from the sequenced genome 
of Coprinopsis cinerea  (CciUPO) has been expressed  in an  industrial host 
and  shown  to  catalyze  interesting  hydroxylation  reactions.[15,21,22]  UPOs 
could approach the catalytic versatility of P450s and suitably supplement 
them in the near future.[8] However, there are a number of reactions that 
had  not  yet  been  shown  for  UPOs,  including  terminal  alkane 
hydroxylation.[8]  Previous  studies[13,14,22]  showed  the  hydroxylation  of  n‐





Figure  1.  GC‐MS  analysis  of  AaeUPO  reaction  with  tetradecane  showing  the  remaining 














most extensively  studied UPOs,  such as higher activity  towards aliphatic 
compounds, as well as the ability to oxidize bulkier substrates,[8] and only 
shares  approximately  30%  sequence  identity.  It  was  also  known  that 
MroUPO presents differences in the active site, such as a histidine residue 
(instead  of  a  conserved  arginine  residue)  as  a  charge  stabilizer  for 
heterolytic cleavage of the H2O2 O‐O bond (after transient proton transfer 
to a conserved glutamate residue), thus resulting  in compound  I (CI) plus 
H2O,[8,11]  although  their  relevance  in  catalysis  is  still  to  be  established. 
Stimulated  by  these  differences,  we  investigated  the  oxidation  of  n‐
alkanes with this new UPO.  
With  this purpose, we  tested  two  linear saturated  long‐chain alkanes, n‐
dodecane  and  n‐tetradecane,  as MroUPO  substrates  and  identified  the 
oxygenation  products  by GC–MS. With  a  substrate  concentration  of  0.3 
mM  (in  20%  acetone),  68  and  45%  conversion  of  dodecane  and 
tetradecane,  respectively,  was  observed  at  120  min  in  reactions  with 
MroUPO  (0.5  µM).  Under  these  conditions,  the  enzyme  is  completely 
stable. The products of the reaction with dodecane are shown in Figure 2A 
(see  also  Table  S1  in  the  Supporting  Information),  including  those  only 
formed  by  terminal  hydroxylation/s,  such  as  1‐dodecanol,  dodecanoic 
acid,  ‐hydroxydodecanoic  acid,  and  1,12‐dodecanedioic  acid.  All  the 
intermediates from an alkane 1 to a dicarboxylic acid 10 via the terminal 
fatty alcohol 2 and ‐hydroxy fatty acid 5 (Figure 3, left) were identified in 
the  MroUPO  reactions,  except  the  monoaldehyde  3  (traces)  and 
carboxyaldehyde 9, apparently as a result of their rapid further oxidation. 
However,  no  terminal  diol  6,  ‐hydroxyaldehyde  7,  or  dialdehyde  8 
(Figure 3, right) were observed. One explanation is that conversion of the 
diol (if formed)  into the diacid  is favored to such a degree that  it proved 
impossible to observe the aldehydes. Indeed, the rapid conversion of the 
diol  into the diacid was observed  in the reaction of dodecanediol (Figure 










Figure  2.  GC–MS  analysis  of  MroUPO  reactions  with  dodecane  (A),  1‐dodecanol  (B), 
dodecanoic acid (C), and 1,12‐dodecanediol (D) showing the remaining substrate (Alk, alkane; 
Alc,  alcohol;  and Ac,  acid)  and  the  terminal  (bold),  terminal/subterminal  (bold,  italics),  and 






















































Some  of  the  terminal‐oxygenation  products  showed  additional 
oxygenation at subterminal (‐1 and ‐2) positions, with the formation of 
hydroxy and keto  fatty acids  (Figure 2A; see also Table S1). Therefore,  in 
contrast  with  the  exclusively  subterminal  hydroxylation  reactions  of  n‐
alkanes  by  other  UPOs  (Figure  1),  MroUPO  is  able  to  catalyze  their 
terminal hydroxylation (ca. 50% of products in Figure 2). Moreover, a few 





Figure 3. Pathways  for  the  terminal oxygenation of n‐alkanes  to dicarboxylic acids,  including 

















































When  the  alkane  reactions were performed  at higher  concentrations of 
acetone (40–60%) to improve solubility, the proportion of the compounds 






substrate  molecules,  which  in  the  present  case  includes  a  cascade  of 
sequential  mono‐  and  diterminal  reactions  of  n‐alkanes  to  give 
dicarboxylic  acids.  We  therefore  investigated  the  origin  of  the  oxygen 
atoms  introduced  into  the  alkanes  and  intermediate  compounds.  The 
results of 18O labeling reactions revealed that an oxygen atom from H218O2 
(90%  isotopic  purity)  is  introduced  into  n‐tetradecane  to  form  1‐
tetradecanol,  whose  diagnostic  fragment  (m/z  271;  Figure  4A,  top) 
appeared  fully  (90%)  18O‐labeled  (m/z  273;  Figure  4A,  bottom).  Direct 
evidence for the incorporation of an oxygen atom from H218O2 in aldehyde 
formation could not be obtained, since the aldehyde was barely detected. 
However,  18O was  incorporated  in  the  carboxyl  group  of myristic  acid, 
whose  characteristic  fragments  (at  m/z  285  and  117;  Figure  4B,  top) 




fragment  at m/z  395).  In  summary,  the  reaction  of  tetradecane  in  the 
presence  of  H218O2  showed  18O  labeling  of  the  different  hydroxy  and 
carboxyl groups (see the Supporting Information for details). Therefore, it 
can  be  concluded  that  all  oxygen  atoms  incorporated  during  alkane 
oxidation  by MroUPO  are  supplied  by  H2O2  and  not  from O2.  The  18O‐
labeling  results  agree  with  the  peroxygenation  mechanism  depicted 
below,[8,9]  whereby  the  resting  enzyme  (RS),  containing  Fe3+  and  a 













compound  II  (CII), a Fe4+=O  reduced porphyrin complex  [Eq.  (2)]. Finally, 
CII completes the hydroxylation reaction (R‐OH formation) and returns to 
RS [Eq. (3)]. The initial product of n‐alkane oxidation by MroUPO will be a 
terminal  fatty  alcohol, which  is  reported  herein  for  the  first  time  for  a 
peroxygenase  reaction.[8,13] The product of  fatty‐alcohol oxidation by  the 
peroxygenase will be a gem‐diol from a second C1 hydroxylation, and will 
be  either  i)  directly  hydroxylated  (even  at  the  nascent  stage)  to  yield  a 
gem‐triol  intermediate, with  irreversible dehydration  to release  the  fatty 
acid, or  ii) first dehydrated to the aldehyde and then hydroxylated to the 
fatty acid. Most  18O‐labeling data  indicate  that  the gem‐diol/aldehyde  is 
immediately hydroxylated  (without hydroxyl exchange with  the  solvent); 
however, the existence of minor simple  labeling of the carboxyl group  in 
some MroUPO  reactions  (together with  double  labeling)  suggests  some 
hydroxyl exchange with  the water  at  the  aldehyde/gem‐diol  stage  (only 
aldehyde  traces  found  in  the  chromatograms),  although  the  loss  of  18O 
labeling  is much  lower  than  reported  for  the P450  cascade oxidation of 
hexadecanol.[3] Hydroxylation of  the  aldehyde  form was  the mechanism 
suggested for the AaeUPO oxidation of benzyl alcohol to benzoic acid,  in 




the  alkane  (and  fatty‐alcohol)  reactions  suggests  that  diterminal 








n‐tetradecane  in  18O‐labeling experiments  (bottom) and controls  (top). The  formulae  for  the 
unlabeled compounds found in the H216O2 reactions (A and B, top) and the labeled compounds 
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reactions  b  and  c,  respectively).  Herein,  we  have  described  the  first 
reaction cascade leading to reactive carboxylic acids from chemically inert 
alkanes with a peroxygenase. Having demonstrated  the  feasibility of  the 
enzymatic  terminal  oxyfunctionalization  of  alkanes  with  MroUPO,  we 
expect  further  studies  to  improve  the  regioselectivity  of  the  enzyme, 
whose  structure  has  been  recently  solved  (PDB  entry  5FUJ  on  hold),  as 
reported  for an engineered P450 BM3 variant  that shows approximately 
50% selectivity in the hydroxylation of the terminal position of a medium‐
chain alkane.[24] This peroxygenase  type has high  industrial potential  for 
the  mild  activation  of  alkanes,  with  the  advantages  of  self‐sufficient 
monooxygenase  activity,  thus  enabling  large‐scale  transformations,  and 
the ability to hydroxylate the most unreactive terminal positions. 
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M.  rotula DSM  25031,  a  fungus  deposited  at  the German  Collection  of 
Microorganisms and Cell Cultures (Braunschweig, Germany). MroUPO was 
purified  by  FPLC  to  apparent  homogeneity,  confirmed  by  sodium 
dodecylsulfate‐polyacrylamide  gel  electrophoresis  under  denaturing 
conditions, and showed a molecular mass of 32 kDa and  isoelectric point 
of  pH  5.0‐5.3.  The  UV‐visible  spectrum  of  the  enzyme  showed  a 
characteristic  maximum  at  418  nm  (Soret  band  of  heme‐thiolate 




(Technical  University  of  Dresden,  Germany)  after  its  isolation  from 
cultures  of    A.  aegerita  grown  in  soybean‐peptone  medium,  and 
subsequent  purification  using  a  combination  of  Q‐Sepharose  and  SP‐
Sepharose and Mono‐S ion‐exchange chromatographic steps[2].  







were  studied  as  substrates  of  MroUPO  (and  AaeUPO).  Additionally, 
reactions  using  dodecanol  and  tetradecanol,  dodecanoic  and 
tetradecanoic  acids  (lauric  and  myristic  acids,  respectively)  and 
dodecanediol and tetradecanediol as substrates (all of them from Sigma‐






Reactions of  the  two model alkanes at 0.3 mM concentration  (except  in 
Figure S1 where 0.1 mM was used for complete conversion) with MroUPO 
(0.5‐1  µM)  were  performed  in  5‐mL  vials  containing  50  mM  sodium 
phosphate (pH 5.5) at 40 C and 30‐120 min reaction time, in the presence 
of 2.5 mM H2O2, except  for Figure S1  (10 mM), Figure 2A and dodecane 
reaction  in Table  S1  (5 mM  in  the  two  latter  cases), where higher H2O2 
concentrations  yielded  higher  conversion  rates.  Prior  to  use,  the 




caused an activity  loss of about 25%.  In  control experiments,  substrates 






Figure  S1.  GC‐MS  analysis  of  MroUPO  reaction  with  tetradecane  showing  the  remaining 
substrate  (Alk,  alkane)  and  the  terminal  (bold),  terminal/subterminal  (bold  italics),  and 
subterminal  carboxylic  (COOH),  hydroxylated  (OH)  and  keto  derivatives.  Reactions with  0.1 
mM substrate, 40% acetone, 10 mM H2O2 and 1 µM of enzyme, incubated for 120 min. 















Enzymatic  reactions  with  18O‐labeled  hydrogen  peroxide  (H218O2,  90% 
isotopic  content)  from  Sigma‐Aldrich  (2% w:v  solution) were  performed 
under  the same conditions described above. Likewise, MroUPO  (0.5 µM) 
reactions with  0.1 mM  of  dodecanol  and  tetradecanol,  dodecanoic  and 
tetradecanoic  acids  and  dodecanediol  and  tetradecanediol,  20%  (v/v) 
acetone,  and  2.5  mM  H2O2  (incubated  for  30‐60    min)  were  also 
performed.  Reactions  of  tetradecane  (0.3  mM)  with  AaeUPO  were 
performed in 40% (v/v) acetone, at pH 7 and 2.5 mM H2O2 (incubated for 
120 min). Products were recovered by liquid‐liquid extraction with methyl 
tert‐butyl  ether  and  dried  under  N2.  N,O‐








(15 min)  at  8  C∙min‐1.  The  injection was  performed  at  250  C  and  the 
transfer  line  was  kept  at  300  C.  Compounds  were  identified  by mass 
fragmentography,  and  comparing  their mass  spectra with  those  of  the 
Wiley and NIST libraries and standards. Quantification was obtained from 
total‐ion  peak  area,  using  response  factors  of  the  same  or  similar 
compounds.  Data  from  replicates  were  averaged  and,  in  all  cases 











Table S1. Abundance  (relative percentage) of  the oxygenated derivatives  (with  alcohol,  ketone  and  acid 
groups)  identified  by  GC‐MS  in  the  reactions  of  n‐dodecane  and  n‐tetradecane  (0.3 mM) with M.  rotula 
peroxygenase (1 µM) at 120 min reaction times using different acetone concentrations (20%, 40% and 60%).  
  Dodecane    Tetradecane 
  20%    20%  40%  60% 
Alcohols           
   1‐OH  0.8    0.5  ‐  7.9 
   2‐OH  5.6    2.6  8.4  45.9 
   3‐OH  1.7    1.5  4.5  12.8 
   4‐OH  1.7    ‐  5.2  9.7 
   5‐OH  1.2    ‐  4.7  7.3 
   6‐OH  1.7    ‐  4.5  6.0 
Aldehydes/ketones           
   aldehyde  ‐    ‐  ‐  ‐ 
   2‐keto  20.3    3.9  17.0  ‐ 
   3‐keto  4.6    2.0  3.8  ‐ 
   4‐keto  2.2    1.1  1.2  ‐ 
   5‐keto  1.6    1.3  1.1  ‐ 
   6‐keto  ‐    1.3  1.4  ‐ 
   7‐keto  ‐    1.5  1.6  ‐ 
Acids           
   fatty acid  22.6    8.0  24.0  10.4 
Hydroxy‐ketones           
   2‐OH, 11‐keto  10.3    ‐  7.8  ‐ 
   2‐OH, 10‐keto   1.1    ‐  1.8  ‐ 
   3‐OH, 11‐keto   1.5    ‐  2.0  ‐ 
Di‐keto           
   di‐keto  ‐    19.9     ‐  ‐ 
Hydroxy‐acids           
   ‐OH   0.9    1.0  0.6  ‐ 
   (‐1)‐OH   7.5    0.6  1.2  ‐ 
   (‐2)‐OH   1.3    0.3  0.2  ‐ 
   (‐3)‐OH   0.9    ‐  ‐  ‐ 
   (‐4)‐OH  0.2    ‐  ‐  ‐ 
   (‐5)‐OH  0.4    ‐  ‐  ‐ 
   ‐OH   ‐    1.7  ‐  ‐ 
Keto‐acids           
   (‐1)‐keto  8.2    35.9  7.7  ‐ 
   (‐2)‐keto  ‐    5.7  0.9  ‐ 
   (‐3)‐keto  ‐    5.0  ‐  ‐ 
   (‐4)‐keto  ‐    3.0  ‐  ‐ 
Di‐acids           
   di‐COOH  3.9    3.4  0.4  ‐ 
Total terminal derivatives  46.7    65.1  26.4  27.4 






aqueous  solutions  can  be  limited  by  their  low  solubility  in water,  these 




  On  the other hand,  the  relative proportion of  the derivatives  formed 
was definitely different (Table S1). The predominance of primary oxidation 
products  (monohydroxylated  derivatives)  or  further  oxidized  derivatives 




acetone  most  derivatives  (over  80%)  were  fatty  acids  and  fatty  acid 
derivatives  and  only  a  very  minor  proportion  of  monohydroxylated 
derivatives were  identified at  that  reaction  time. The  reaction with 40% 
acetone gave similar results as that at 20% although with more presence 
of monohydroxylated derivatives.  
The  predominance  of  more  oxidized  derivatives  over  the 
monohydroxylated  ones  observed  in  the  reactions  with  20%  acetone, 
could  be  due  to  the  higher  solubility  of  the  primary  oxidation  products 
(monohydroxylated  derivatives)  in  the  reaction medium  compared with 
the  substrate  (alkane)  that  favored  the  additional  hydroxylation  of  the 





using  lower  substrate concentration  (0.1 mM) as  shown  in Figure S1  for 
tetradecane.  
The  presence  of  the  different  terminal  oxygenation  products  described 
above in the alkane reactions with MroUPO contrasts with their complete 




hydroxylated  derivatives  were  found  (2‐  and  3‐tetradecanol  and  2,12‐, 
2,13‐  and  3,12‐tetradecanediol  in  the  tetradecane  reactions  shown  in 
Figure 1) in agreement with previous reports.[3‐5] 
 
2.2  Terminal  hydroxylations  of  n‐alkanes  to  dicarboxylic  acids:  18O‐
labeling study  
An 18O‐labeling study, using n‐tetradecane and n‐dodecane as substrates, 
and  either  H218O2  or  H216O2  as  enzyme  cosubstrate,  was  performed  to 
investigate the origin of the oxygen  incorporated during the oxygenation 
of  n‐alkanes.  The  identification  by  GC‐MS  of  the  different  oxidation 
products  at  terminal  positions  in  the  reaction  of  n‐tetradecane  is 





alkane  with  a  peroxygenase.  The  position  of  the  hydroxyl  group  was 
determined  by  the  mass  spectra  of  their  trimethylsilyl  derivatives,  as 
illustrated  in  Figure  4A  (top)  for  1‐tetradecanol.  This  spectrum  show  a 
prominent  fragment  at m/z  271  corresponding  to  the  loss  of  a methyl 
from the trimethylsilyl group [M ‐ CH3]+ and other characteristic fragments 
(e.g. at m/z 103). 
In  the  reaction  using  H218O2,  mass  spectral  analysis  of  the  resulting 
monohydroxylated  alkanes  showed  that  characteristic  fragments  for  the 
1‐tetradecanol  had  ~90%  shifted  from  the  natural  abundance m/z  271 
(and m/z 103)  found  in the unlabeled peroxide reaction to m/z 273  (and 
m/z 105) (Figure 4A, bottom). Therefore, it was evidenced that one oxygen 
atom derived  from H218O2 was  introduced  into  the 1‐methyl group of n‐












identified  in  the  reactions  of MroUPO with  dodecane  and  tetradecane, 
respectively.  Incorporation of  18O  from H218O2  to  the carboxyl group was 
observed  during  the  oxidation  of  n‐tetradecane  to myristic  acid  (Figure 
4B). Mass spectral analysis of  the myristic acid  formed, showed  that  the 
characteristic  fragment  at  [M  ‐  CH3]+  had  shifted  from  the  natural 
abundance m/z 285 found  in the unlabeled peroxide reaction (Figure 4B, 

















EI  mass  spectral  fragmentation  of  hydroxycarboxylic  acid  trimethylsilyl 
































170 343241 371187 295315329
100%














121 363287 379191161133 221206 267254238
100%












172 245183 347299 319
100%









The  dicarboxylic  acids  (dodecanedioic  and  tetradecanedioic  acids) were 
identified  in  the  reactions  of MroUPO with  dodecane  and  tetradecane, 
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decarboxylation yields  the one‐carbon  shorter  fatty acid. Compared with 
the previously characterized peroxygenase of Agrocybe aegerita, a wider 
heme access  channel, enabling  fatty acid positioning with  the  carboxylic 
end  near  the  heme  cofactor  (as  seen  in  one  of  the  crystal  structures 







The  use  of  biocatalysts  for  organic  synthesis  replacing  traditional metal 
catalysts  has  several  advantages,  such  as  better  regio‐  and 
stereoselectivity,  fewer  side  products,  and  potentially  lower 
environmental  impact.  Enzymes  that  catalyze  the  transfer  of  an  oxygen 
atom  from  peroxide  to  substrates  are  classified  as  peroxygenases 
(EC.1.11.2).  Unspecific  peroxygenase  (UPO,  EC  1.11.2.1)  is  the  most 
prominent  member  of  this  group  because  of  its  versatility  for  oxygen 
transfer  reactions[1]  that  makes  it  highly  attractive  as  industrial 
biocatalyst.[2–4] 
The  first  UPO  was  described  in  the  basidiomycetous  fungus  Agrocybe 
aegerita  (AaeUPO)[5] catalyzing  reactions  formerly assigned only  to P450 
monooxygenases  (P450s).  However,  unlike  P450s  that  are  intracellular 
enzymes and often require a flavincontaining auxiliary enzyme or protein 
domain  and  a  source  of  reducing  power  [NAD(P)H],  UPO  is  a  secreted 
protein, therefore far more stable, and only requires H2O2 for activation.[2] 
AaeUPO  was  shown  to  catalyze  oxygenation  reactions  on  aromatic 
compounds,[6]  and  later,  the  action  on  aliphatic  compounds  was 
demonstrated,[7,8]  expanding  its  biotechnological  relevance.  Since  then, 
similar UPO proteins have been purified  from other basidiomycetes and 
ascomycetes  such  as  Coprinellus  radians,[9]  Marasmius  rotula[10]  and 
Chaetomium  globosum;[11]  and  almost  3000  related  sequences  (from 
sequenced genomes and environmental  samples) are  currently available 
in databases.[1,11]  
The  peroxygenase  from  M.  rotula  (MroUPO)  shows  several  special 
features  compared  to  other UPOs,  for  example,  the  inability  to  oxidize 
halides,  less  pronounced  capacity  to  oxygenate  aromatics,[10]  and  the 
unique  ability  for  terminal  hydroxylation  of  n‐alkanes.[12]  Despite  the 
widespread  occurrence  of  peroxygenases  and  related  heme–thiolate 
peroxidases, only  two molecular  structures have been  reported  to date, 









Figure  1. Dimeric MroUPO.  A)  Solvent‐access  surface with  one  of  the  heme  cofactors  (red 
spheres)  visible  through  an  access  channel.  B)  Ribbon‐like model  including  the  C227‐C’227 

















mm)  conversion  by MroUPO  (≈2 mM) was  attained  in  24  h,  yielding  a 
series of  chain‐shortened dicarboxylic acids,  such as  tridecanedioic  (63% 
of products) and dodecanedioic  (13%) acids,  together with ‐, ‐ and  ‐
hydroxyderivatives.  The  reaction was  also  studied with  AaeUPO  (Figure 
2C), which failed to convert the substrate. 
When monocarboxylic fatty acids were studied as MroUPO substrates, the 
shortening  reaction  seemed  to  be  chain‐length  dependent.  With 
tetradecanoic  acid,  terminal  and  subterminal  oxygenations  (forming  the 
dicarboxylic  and  [‐1]‐keto  derivatives,  respectively) were  predominant 
(Figure 3A). However, with decanoic acid, a relevant amount of nonanoic 
acid was generated  (Figure 3B), although  the  reaction was  less  selective 
than with dicarboxylic acids. 
To explore the role of ‐, ‐ and ‐hydroxy‐derivatives as intermediates in 






some  forced  reaction  conditions,  some  two‐carbon  shortenings  of  ‐
hydroxy acid could be observed as well; Figure S4). 
Despite  the difficulties  for GC‐MS estimation of  initial  rates  in  the above 
MroUPO  reactions, apparent kinetic constants could be obtained  for  the 
products:  i)  resulting  in  chain‐shortening;  and  ii)  of  other  oxygenation 
reactions  (Table  1).  Concerning  shortening,  the  MroUPO  had  higher 
catalytic efficiency (kcat/Km) on C10 than on di‐C14, due to the almost 10‐
fold  higher  catalytic  constant  (kcat),  although  it  was  less  selective  as 
shown  by  the  ratios  (0.8  and  2.0,  respectively)  between  the  catalytic 















2018 22 24 26
di-C14C
Retention time (min)


































To  get  additional  insight  into  the  chain  shortening  mechanism,  18O‐
labeling  studies with H218O2  (90%  isotopic purity) were performed using 
tetradecanedioic acid as target substrate (Figures S1 and S2). Overall, our 
data led to the chain shortening mechanism depicted in Scheme 1a. 
































di‐C14  32 ± 9  557 ± 295  58 ± 4 
C10  293 ± 98  703 ± 549  420 ± 350 
Other oxygenations[b] 
di‐C14  7 ± 1  239 ± 42  28 ± 5 







by MroUPO; b) usual ‐oxidation  (multienzymatic) pathway;  c) ‐oxidation  (multienzymatic) 
pathway for ‐methylated acids; and d) decarboxylation and alkene formation by P450; (R, H 
or COOH; enzymes: 1, MroUPO 2, acyl‐CoA oxidase; 3, enoyl‐CoA hydratase; 4, 3‐hydroxyacyl‐
CoA  dehydrogenase;  5,  3‐ketoacyl‐CoA  thiolase;  6,  phytanoyl‐CoA  hydroxylase;  7,  2‐

































































































The  initial  product  of MroUPO  reaction  will  be  the  ‐hydroxy  acid,  as 
demonstrated  by  incorporation  of  H218O2  oxygen  to  form  ‐
hydroxytetradecanedioic acid, whose diagnostic fragment (m/z 373, Figure 
S1 A, top) appeared fully (90%) 18O‐labeled (m/z 375, Figure S1 A, bottom). 
Its  oxidation  will  yield  a  gem‐diol  (ketone  hydrate)  from  a  second  C 
hydroxylation by MroUPO  that will be  in equilibrium with  the ketone by 
dehydration,  and  then will  react with  excess  H2O2  decarboxylating  and 
forming a new carboxyl group (chain shortening) as explained below.  
Direct  evidence  for  involvement  of  H218O2‐borne  oxygen  into  the  gem‐
diol/ketone  formation  yielding  ‐ketotetradecanedioic  could  not  be 
obtained,  since  ‐keto  acids  rapidly  decarboxylate  in  the  presence  of 
oxidizing  agents  including H2O2.[15] However,  evidence  of  their  transient 
formation was obtained, as the enolic form was detected (Figures 2A, S3A 
and  S5  A).  18O‐labeling  also  illuminated  the  formation  of  tridecanedioic 
acid after  incorporation of  two or one  18O‐atoms  (Figure  S1 B, bottom). 
The co‐existence of single and double 18O‐labeling in the carboxylic group 




acid and H2O2  in  the absence of enzyme  (Figure  S6). However,  the  final 
reaction  step  can directly be produced by  the H2O2 present  in  the UPO 
reaction  set‐up, mediated by a hydroperoxide  intermediate, as  reported 
for other ketoacids.[16] 
The  different  reactivity  of  MroUPO  and  AaeUPO  regarding  ‐
hydroxylation  could  be  explained  by  the  only  recently  available  crystal 




narrow  access  channel  also  exists  in  CPO).  This  wider  heme  channel 
directly exposes the reactive Fe=O of H2O2‐activated MroUPO (compound 














Interestingly,  one  of  the  MroUPO  crystal  structures  available  (5FUK) 
includes a bound palmitic acid molecule along  the heme access  channel 
with one of the carboxylate oxygens at coordination distance of the heme 
iron  (Figure  5A)  (while  an  acetate occupies  this position  in  5FUJ,  Figure 
5B).  Sub‐terminal  oxygenation  by most  UPOs  implies  fatty‐acid  binding 
with the carboxyl  located at the channel entrance. However, the palmitic 
acid position  found  in  the 5FUK  crystal  is  in agreement with  the unique 
chain‐shortening ability reported here for MroUPO. 




‐oxidation  pathway  (Scheme  1c),  leading  to  one‐C  shorter  fatty  acids, 
typically  includes several steps (hydroxylation, activation, cleavage of the 
















However,  MroUPO  is  capable  of  catalyzing  all  these  reactions  self‐
sufficiently  (i.e. alone),  in  the presence of H2O2. Bacterial P450s are also 
known to decarboxylate  fatty acids, but  in this case n‐1 terminal alkenes 
(Scheme 1d), instead of chain‐shortened fatty acids, are formed.[19] 






obtainment  of  tailor‐made  acids  such  as  odd‐numbered  dicarboxylic  or 
monocarboxylic  fatty  acids  (less  abundant  in  nature  than  the  even‐
numbered  ones).  The  “oddeven”  effect  on  the  aqueous  solubility  of 
dicarboxylic  acids[20]  could  be  used  for  product  isolation,  and  in  the 
synthesis of ad hoc polymers.[21] The chain‐shortening reaction described 
here must  be  added  to  the  repertoire  of  reactions  that  versatile  fungal 
peroxygenases catalyze on linear[12,22] and cyclic aliphatic compounds,[23,24] 
in addition  to aromatic compounds.[1,2] The availability of a heterologous 
expression  system  for  MroUPO  will  permit  to  improve  the  catalytic 
properties  of  this  promising  enzyme,  for  example,  in  chain‐shortening 
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M.  rotula DSM  25031,  a  fungus  deposited  at  the German  Collection  of 
Microorganisms and Cell Cultures (Braunschweig, Germany). MroUPO was 
purified  by  fast  protein  liquid  chromatography  (FPLC)  to  apparent 
homogeneity,  confirmed  by  sodium  dodecylsulfate‐polyacrylamide  gel 
electrophoresis  under  denaturing  conditions,  and  showed  a  molecular 
mass  of  32  kDa  and  an  isoelectric  point  of  pH  5.0‐5.3.  The  UV‐visible 
spectrum  of  the  enzyme  showed  a  characteristic maximum  at  418  nm 
(Soret band of heme‐thiolate proteins).1 All media and columns used  for 
enzyme isolation were purchased from GE Healthcare Life Sciences.  
The AaeUPO  included  in  the present study  for comparative purposes  (A. 










Dicarboxylic  acids,  such  as  tetradecanedioic  acid,  and  monocarboxylic 









Reactions  of  fatty  acids  (0.1  mM)  with  MroUPO  and  AaeUPO  were 
performed  in  vials  (1 mL  or  5 mL  reaction  volume)  containing  50 mM 
sodium phosphate (pH 5.5) at 30 C  in the presence of H2O2. Particularly, 
reactions  with  tetradecanedioic  acid  were  performed  with  1.8  µM 
MroUPO  and 2.5 mM H2O2  (1 h),  and 2.3 µM MroUPO/AaeUPO  and 15 




the buffer  to give a  final acetone  concentration of 20%  (v/v).  In  control 
experiments,  substrates  were  treated  under  the  same  conditions 
(including 2.5‐30 mM H2O2) but without enzyme. Enzymatic reactions with 
18O‐labeled hydrogen peroxide (H218O2, 90% isotopic content) from Sigma‐
Aldrich  (2%  w:v  solution)  were  performed  under  the  same  conditions 
described above. Likewise, MroUPO  (0.25 µM)  reactions with 0.1 mM of 
‐ and ‐hydroxytetradecanoic acid, 20% (v/v) acetone, and 2.5 mM H2O2 
(incubated  for  2  h)  were  performed,  and  reactions  of  ‐
hydroxytetradecanoic acid using more enzyme (2 μM), more peroxide (30 
mM) and more  reaction  time  (5 h) were also carried out. Products were 
recovered  by  liquid‐liquid  extraction  with  methyl  tert‐butyl  ether  and 









with  2.5 mM  H2O2  and  stopped  with  200  µL  of  50 mM  sodium  azide 
solution  after  10  min  (dicarboxylic  acids  reactions)  and  30  s 

















comparing  their mass  spectra with  those of  the Wiley and NIST  libraries 
and  standards  (dicarboxylic  acids  from  nonadienoic  to  tetradecanedioic 
acids, monocarboxylic acids  from octanoic to tetradecanoic acids, and ‐ 
and  ‐hydroxytetradecanoic  acids).  Quantification  was  obtained  from 
total‐ion  peak  area,  using  response  factors  of  the  same  or  similar 
compounds mentioned above. Data from replicates were averaged and, in 

















Figure  S1. Mass  spectra of  α‐hydroxytetradecanedioic  (A)  and  tridecanedioic  (B)  acids  from 
MroUPO  reactions as  trimethylsilyl  (TMS) derivatives and  formulae/fragmentations  from  the 
H216O2  (top)  and H218O2  (bottom)  reactions.  It  is  shown  the H218O2  oxygen  incorporation  in 
tetradecanedioic  acid  to  form  α‐hydroxytetradecanedioic  acid,  whose  diagnostic  fragment 
(m/z  373,  Fig.  S1A,  top)  appears  fully  (90%)  18O‐labeled  (m/z  375,  Fig.  S1A,  bottom).  In 
tridecanedioic acid (Fig. S1B), the fragment at [M ‐ CH3]+ shifts from m/z 373 (Fig. S1B, top) to 
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Figure S2. Mass  spectra of ‐hydroxytetradecanedioic  (A) and  ‐hydroxytetradecanedioic  (B) 























































Figure  S3.  GC‐MS  analysis  of  MroUPO  reactions  with  ‐hydroxytetradecanoic  (A)  and  ‐
hydroxytetradecanoic  (B)  acids  showing  the  remaining  substrates  (underlined),  two  ‐enol 
forms (italics), the chain‐shortened (bold) mono‐ (C13) and dicarboxylic (di‐C13) acids and their 





















































Figure  S4.  GC‐MS  analysis  of  ‐hydroxytetradecanoic  acid  (0.1 mM)  treatment  forcing  the 
reaction  conditions using more enzyme  (2 µM), more peroxide  (30 mM) and more  reaction 





































Figure  S5. Mass  spectra of  α‐hydroxytetradec‐2‐enedioic  (A)  and ‐hydroxytetradec‐2‐enoic 
















































Figure  S6. GC‐MS  analysis of ‐hydroxytetradecanoic  (0.1 mM)  standard  compound  (A)  and 
control  experiment  of  ‐hydroxytetradecanoic  (0.1 mM)  under  the  same  conditions  of  the 
enzymatic  reaction of Figure S3A  (but without enzyme)  in  the presence of 2.5 mM H2O2  (B) 
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Abstract:  Recently  discovered  fungal  unspecific  peroxygenases  from 
Marasmius rotula and Chaetomium globosum catalyze the epoxidation of 
unsaturated fatty acids (FA) and FA methyl esters (FAME), unlike the well‐
known  peroxygenases  from  Agrocybe  aegerita  and  Coprinopsis  cinerea. 
Reactions of a  series of unsaturated FA and FAME with cis‐configuration 
revealed high  (up  to 100%)  substrate  conversion and  selectivity  towards 
epoxidation, although some significant differences were observed between 
enzymes and  substrates with  the best  results being obtained with  the C. 
globosum  enzyme.  This  and  the  M.  rotula  peroxygenase  appear  as 







Oils and  fats are among  the most  important  renewable  feedstock of  the 
chemical  industry,  whose  possibilities  are  still  far  from  being  fully 
exploited.[1] By simple  industrial operations,  fatty acids  (FA) are available 
from  vegetable  oils  in  such  purity  that  they  may  be  used  for  further 
chemical transformations. Their conversion to FA methyl esters (FAME) is 
a well‐known application of fats and oils, largely investigated for biodiesel 
production.  Moreover,  unsaturated  FA  and  FAME  can  be  further 
epoxidized,  and  used  in  industrial  syntheses  of  chemicals  and 
intermediates. 
The industrial‐scale epoxidation of unsaturated FA compounds is generally 
carried out by  the Prileshajev[2]  reaction via percarboxylic acids  (Scheme 
1a2). However, this method, which often  includes strong mineral acids as 





with  lipases  catalyzing  the  carboxylic  acid  reaction  with  hydrogen 




epoxidation directly,  such  as  cytochrome  P450 monooxygenases  (P450), 
diiron‐center  oxygenases,  and  plant  peroxygenases.[5;6]  However,  they 
present  some  drawbacks,  such  as  their  intracellular  nature,  and  the 
requirement for costly cosubstrates in the two former cases. 
Here,  we  show  a  promising  enzymatic  technology  to  epoxidize 
unsaturated  FA  (Scheme  1b)  under  mild  and  environmentally‐friendly 
conditions, as potential alternative  to  the above chemical and enzymatic 
epoxidations. This  includes the use of two recently discovered unspecific 
peroxygenases  (UPO,  EC  1.11.2.1),  from  the  fungi  Marasmius  rotula 















the  transfer  of  an  oxygen  atom  from  peroxide  to  substrates.[9]  Initially, 
these  UPO  were  shown  to  catalyze  oxygenation  reactions  on  aromatic 




fungal  kingdom.[13]  Over  one‐hundred  peroxygenase‐type  genes  have 
been  identified  in the analysis of 24 basidiomycete genomes,[14]  including 
Coprinopsis cinerea.[15] One UPO  from  the  latter  fungus  is produced as a 
recombinant  protein  (rCciUPO)  by  Novozymes  (Bagsvaerd,  Denmark) 
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of  oxidizing  bulkier  substrates,[9;17]  the  terminal  hydroxylation  of  n‐




of  cis‐monounsaturated  FA  (from  C14:1  to  C22:1),  showed  that  both 
enzymes are capable of oxygenating these substrates, CglUPO being more 
active since  it achieved maximal substrate conversion with  lower enzyme 
doses  (Table  1).  Interestingly,  both  peroxygenases  generated  the 
epoxidized derivatives as main products  (Figures 1A‐B), unlike  the other 






bonds  of  unsaturated  ones.  The  hydroxylation  of  FA  at  the  subterminal 
positions  by  AaeUPO  and  rCciUPO  was  previously  described.[11;16] 
However,  the  epoxidation  of  a  fatty  acid  by  a  fungal  peroxygenase  is 
revealed  here  for  the  first  time. Moreover, whereas  CglUPO was  highly 
selective with all unsaturated FA, over 90% epoxidation except with erucic 
(C22:1)  acid,  epoxidation  by  MroUPO  depended  on  FA  chain  length, 
showing the highest value with myristoleic (C14:1) acid. 
Besides  epoxides,  minor  amounts  of  other  products  were  found  with 
CglUPO  and  especially with MroUPO,  such  as  oxygenated  derivatives  of 
epoxidized  FA  (ED)  and  hydroxylated  derivatives  of  FA  (HD)  mainly  at 
terminal or  subterminal positions of  the  carbon  chain, and at  the allylic 
positions  (Table  1,  Figure  1B).  The  higher  efficiency  and  selectivity  of 
CglUPO  than MroUPO  for epoxidation of most  FA  is  shown  in  reactions 
with oleic (C18:1) acid (Figures S5‐S6). Curiously, erucic acid, an abundant 
fatty acid  in rapeseed and mustard oils, was transformed and epoxidized 
at  a  larger  extent  by  MroUPO.  The  high  selectivity  of  these  UPOs 





that  of  P450  (BM3) where  hydroxylation  (>  97%  and  65%,  respectively) 
predominated over epoxidation (< 3% and 35%).[6] 
 
Table  1. Monounsaturated  FA  (R=H)  and  FAME  (R=CH3)  reactions with  CglUPO  and 
MroUPO  doses  yielding  maximal  conversion  into  epoxides,  together  with  other 
oxygenated (hydroxyl, keto and carboxyl) derivatives at different positions (arrows) 
 
   Products (%)  





       
14:1 cis-∆9  
(n=5, m=1) 
CglUPO  60 nM 5 99 - 1 98 
MroUPO  200 nM 5 86 8 6 99 
16:1 cis-∆9  
(n=5, m=3) 
CglUPO  60 nM 5 91 4 5 99 
MroUPO 200 nM 2.5 65 17 18 99 
18:1 cis-∆9 
(n=5, m=5) 
CglUPO  60 nM 2.5 91 2 7 99 
MroUPO 200 nM 5 38 61 1 96 
20:1 cis-∆11  
(n=7, m=5) 
CglUPO  60 nM 5 95 4 1 94 
MroUPO 400 nMa 2.5 62 7 31 99 
22:1 cis-∆13  
(n=9, m=5) 
CglUPO  250 nM 2.5 50 12 39 77* 
MroUPO 400 nMc 5 67 10 23 91 
R=CH3        
14:1 cis-∆9  
 
CglUPO  60 nM 2.5 100 - - 94 
MroUPO 200 nM 2.5 68 13 19 100 
18:1 cis-∆9  
 
CglUPO  1 µMb 5 98 - 2 75* 
MroUPO 200 nMc 2.5 73 7 21 93 










α‐  and  γ‐linolenic  acids)  abundant  in  vegetable  oils  were  tested  as 
substrates.  Although  both UPOs  transformed  almost  completely  linoleic 
acid  at  the highest enzyme doses  (Table 2), CglUPO was more  selective 
producing the diepoxide (both syn and anti‐enantiomers) in very high yield 
(92% of  total products)  (Figure 2A). MroUPO, besides  the  epoxides  also 
generated hydroxylated derivatives of the monoepoxides and oxygenated 












































































R=H         
CglUPO 30 nM 2.5 39 57 2 - 2 76 
 125 nM 5 - - 92 8 - 98 
MroUPO 100 nM 2.5 37 25 10 25 3 75 
 400 nM 2.5 - - 39 59 2 95 
R=CH3         
CglUPO 250 nM 5 13 59 28 - - 80 
 1 µM 5 - - 100 - - 100 
MroUPO 200 nM 2.5 39 40 4 8 9 95 












(Figure S9). Both, monoepoxides  (located  in  two different double bonds) 
and diepoxides were generated from α‐linolenic acid under the conditions 
tested. However, only one  epoxide was observed  in  the  γ‐linolenic  acid 
reactions. 
To compare  the efficiency of MroUPO and CglUPO oxidizing unsaturated 
FA,  apparent  kinetic  constants were determined  for oleic  acid oxidation 
(Table 3) in spite of the difficulties for GC‐ MS estimation of initial reaction 
rates.  Regarding  the  turnover  rate,  CglUPO  presented  three‐fold  higher 
kcat values than MroUPO. In addition, the Km value was four‐fold higher for 
MroUPO,  which  represented  less  affinity  by  this  enzyme  compared  to 
CglUPO.  As  a  result,  one  order  of magnitude  higher  catalytic  efficiency 








































Figure 2. GC‐MS of reactions of  linoleic acid  (underlined) at 30 min with 125 nM CglUPO  (A) 
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This  is  a  promising  value  accompanied  by  a  significantly  higher  product 
amount  (of  about  0.5 mM)  considering  the  limited  solubility  and  other 
difficulties  for  fatty  acid  epoxidation.  Likewise,  the  turnover  frequency 
(TOF) was double for CglUPO (2.2 s‐1) than for MroUPO (1.1 s‐1). Solubility 
limitations prevented calculation of accurate kinetic constants for  linoleic 
acid  oxidation,  since  saturation  could  not  be  estimated  especially  for 
MroUPO  (Figure  S10),  but  higher  activity  than  found  for  oleic  acid was 
observed at high linoleic acid concentration. 
FAME,  usually  obtained  from  vegetable  oils  by  transesterification  with 
methanol, were also tested as substrates of MroUPO and CglUPO. Namely, 
the methyl  esters of  two monounsaturated  (myristoleic  and oleic  acids) 
and  one  diunsaturated  FA  (linoleic  acid)  were  selected.  Both 
peroxygenases  were  able  to  transform  and  epoxidize  the 
monounsaturated FAME (Figures 3A,C). CglUPO showed similar selectivity 
towards  the esters  than with  the  free FA, but differences  in  the  case of 
oleic  acid were observed with MroUPO  (Table 1). Regarding  the methyl 
ester  of  linoleic  acid,  CglUPO  showed  a  strict  selectivity  towards 
epoxidation  (generating  the diepoxide) while MroUPO was  less  selective 
towards  diepoxide  formation  (Table  2,  Figures  3B,D).  In  contrast,  P450 
BM3, which hydroxylate/epoxidize free fatty acids, was reported as unable 
to  hydroxylate  FAME  [20].  This  seems  related  to  the  fact  that  the  free 
carboxyl  group  is  required  to  fix  the  substrate  at  the  entrance  of  P450 
active site [6]. Finally, it is interesting that different patterns of oxygenation 




and  MroUPO.  Data  represent  mean  values  of  three  replicates  with 
standard errors 
 kcat (s-1) Km (µM) kcat/ Km (M-1·s-1) 
CglUPO  8.1 ± 0.9 10.7 ± 4.0 7.6 ± 3.0 x 105 






elaidic  acids  (or  their methyl  esters)  into  the  hydroxyderivatives  at  the 







































the  chemical  industry,[21] must  be  added  to  the  repertoire  of  UPOs,  as 
dream biocatalysts for oxyfunctionalization chemistry.[9;22;23] The structural 
determinants  driving  to  selective  epoxidations  in MroUPO  and  CglUPO 
(compared to AaeUPO and CciUPO) are difficult to be  identified with the 
information  available  on  these  new  heme‐thiolate  enzymes  (note  that 
only one UPO crystal structure has been published to date). However,  in 
related P450, epoxidation vs hydroxylation rates have been related to the 
balance  between  the  iron  hydroperoxo  and  oxenoid  forms  after  the 
oxidative  activation  of  the  enzyme, with  an  active  site  threonine  being 
involve  in  the  transition  as  the  proton  donor.[24;25]  Interestingly,  a 
threonine  residue  is  present  at  the  active  sites  of  both  AaeUPO  and 
CciUPO,  and  absent  from  those  of MroUPO  and  CglUPO,  as  shown  by 
Aranda  et  al.[26]  but  its  relevance  in  the  FA  hydroxylation/epoxidation 
balance is still to be experimentally investigated. This and other structural‐
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Cultures  (Braunschweig, Germany).  It was purified by  fast protein  liquid 
chromatography  (FPLC)  to  apparent  homogeneity,  confirmed  by  sodium 
dodecylsulfate‐polyacrylamide  gel  electrophoresis  under  denaturing 
conditions, and showed a molecular mass of 32 kDa and  isoelectric point 
of  pH  5.0‐5.3.  The  UV‐visible  spectrum  of  the  enzyme  showed  a 
characteristic  maximum  at  418  nm  (Soret  band  of  heme‐thiolate 
proteins).[1]  
CglUPO  (36 kDa)  is a wild enzyme  isolated  from cultures of C. globosum 




rCciUPO  (used with  comparative  purpose) was  provided  by  Novozymes 
A/S  (Bagsvaerd, Denmark). This  recombinant enzyme corresponds  to  the 
protein model 7249  from  the  sequenced C.  cinerea genome available at 
the  JGI  (http://genome.jgi.doe.gov/Copci1),  expressed  in  Aspergillus 
oryzae (patent WO/2008/119780), and purified using a combination of S‐
Sepharose  and  SP‐Sepharose  ion‐exchange  chromatography.  The 
recombinant  peroxygenase  preparation  is  an  electrophoretically 
homogeneous  glycoprotein  with  a  molecular  mass  around  44  kDa  ,  a 














A  series of unsaturated  lipids  (cis  isomers)  from Sigma‐Aldrich was used 
including:  i)  fatty  acids  such  as  myristoleic  (cis‐9‐tetradecenoic), 
palmitoleic  (cis‐9‐hexadecenoic),  oleic  (cis‐9‐octadecenoic),  linoleic 
(cis,cis‐9,12‐octadecadienoic), α‐ (cis, cis, cis‐9,12,15), and γ‐(cis, cis, cis‐6, 
9,12)  linolenic  (octadecatrienoic)  acids,  gondoic  (cis‐11‐eicosenoic)  and 
erucic  (cis‐13‐docosenoic) acids; and  vi)  fatty acid esters  such as methyl 
myristoleate, methyl oleate and methyl  linoleate. The trans  isomers such 
as  myristelaidic  (trans‐9‐tetradecenoic),  palmitelaidic  (trans‐9‐
hexadecenoic) and elaidic (trans‐9‐octadecenoic) acids were also obtained 
from Sigma‐Aldrich. The  following standards of epoxides were also used, 
rac  cis‐9,10‐epoxyoctadecanoic  acid  and  (±)  9(10)‐EpOME  (9,10‐cis‐
epoxide of linoleic acid) from Santa Cruz Biotechnology; (±) 12(13)‐EpOME 




Reactions  of  the  model  compounds  at  0.1  mM  concentration  were 
performed with:  i) MroUPO  (50‐400  nM)  in  50 mM  sodium  phosphate 




Prior  to use,  the  substrates were dissolved  in acetone and added  to  the 
buffer  to  give  a  final  acetone  concentration  of  20%  (v/v)  although 
concentrations of 40% were also tested with some compounds. In control 















initiated with 0.5 mM H2O2  and  stopped  after 1 min  (CglUPO) or 5 min 
(MroUPO)  with  100  µL  of  100  mM  sodium  azide  solution  by  vigorous 
shaking. Time course of the reactions were previously followed to ensure 
the estimation of  kinetic parameters while  the  reaction  rate was  still  in 
linear  range.  All  reactions  were  carried  out  in  triplicate.  Products 
quantification  was  performed  by  GC‐MS  (as  described  below)  using 
external  standard  curves  and  response  factors  of  authentic  standards. 
Kinetic  parameters  (kcat,  Km)  were  obtained  by  fitting  the  data  to  the 
Michaelis‐Menten  equation  using  SigmaPlot  software  (Systat  Softwarwe 
Inc., San  Jose, CA, USA). For TTN  (total turnover number) determination, 
substrate concentration was increased to 1 mM and 5 mM using methyl‐β‐







 The  analyses  were  performed  with  a  Shimadzu  GC‐MS  QP2010  Ultra, 
using  a  fused‐silica  DB‐5HT  capillary  column  (30 m  x  0.25 mm  internal 
diameter,  0.1  μm  film  thickness)  from  J&W  Scientific.  The  oven  was 
heated from 120 C (1 min) to 300 C (15 min) at 5 C∙min‐1. The injection 
was  performed  at  300  C  and  the  transfer  line  was  kept  at  300  C. 




their  mass  spectra  with  those  of  the  Wiley  and  NIST  libraries  and 


















































reaction  with  CglUPO  (1A)  and  cis‐9,10‐epoxystearic  acid  standard  (2A);  and  of  cis‐9,10‐
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of  linoleic  acid  (9‐E)  and  9,10‐12,13‐diepoxyoctadecanoic  acid  (di‐E‐anti  and  di‐E‐syn)  from 
linoleic  acid  (underlined)  reaction  with  CglUPO  (1A)  and  of  authentic  standards  cis‐12,13‐
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  En  la  presente  Tesis  se  ha  llevado  a  cabo  el  estudio  de  la 
oxifuncionalización  enzimática  de  diferentes  compuestos  alifáticos 
catalizada  por  la  peroxigenasa  de  Marasmius  rotula  (MroUPO)  en 
presencia  de  H2O2  como  co‐sustrato  único.  Con  fines  comparativos,  se 
estudiaron  también  las  reacciones  de  algunos  sustratos  con  las 
peroxigenasas  de  Chaetomium  globosum  (CglUPO),  Agrocybe  aegerita 
(AaeUPO)  así  como  con  la  peroxigenasa  recombinante  de  Coprinopsis 
cinerea (rCciUPO). Finalmente, se ha estudiado en detalle los mecanismos 
de  la oxigenación selectiva de  los diferentes sustratos por estas enzimas 




posición  terminal  de  los  alcanos,  además  de  las  posiciones 
subterminales,  a  diferencia  de  otras  peroxigenasas  previamente 
estudiadas  (AaeUPO,  rCciUPO)  que  únicamente  hidroxilan  los 
alcanos en posición subterminal. 
2. La  hidroxilación  terminal  de  alcanos  da  lugar  a  ácidos 
dicarboxílicos, tras sucesivas hidroxilaciones. 
3. La peroxigenasa de M.  rotula es  la única peroxigenasa  fúngica de 
las  estudiadas  hasta  ahora  capaz  de  catalizar  el  acortamiento 
sucesivo  de  la  cadena  de  ácidos  dicarboxílicos  saturados, 
originando  un  nuevo  ácido  dicarboxílico  con  una  cadena 
hidrocarbonada de un átomo de carbono menos.  
4. El acortamiento de  la cadena se  inicia con una hidroxilación en el 











6. La  peroxigenasa  de  M.  rotula,  así  como  la  de  C.  globosum,  
catalizan la epoxidación de ácidos grasos insaturados (así como de 
sus  ésteres  de metilo)  a  diferencia  de  las  enzimas  previamente 
estudiadas  (AaeUPO,  rCciUPO)  que  únicamente  hidroxilan  dichos 
ácidos  grasos  en  posición  subterminal  y  no  los  epoxidan.  La 
peroxigenasa de C. globosum mostró una mayor selectividad en  la 
epoxidación de ácidos grasos insaturados que la de M. rotula.  
7. El análisis de  los espectros de masas de  los productos de reacción 
obtenidos  en  las  reacciones  enzimáticas  de  MroUPO  y  diversos 
sustratos utilizando H218O2, reveló que estas enzimas introducen el 
átomo  de  oxígeno  en  el  sustrato  a  partir  del H2O2  (y  no  del O2) 
demostrando de este modo su actividad peroxigenasa. 
 
Podemos  concluir, por  tanto, que el uso de MroUPO puede  representar 
una  alternativa  tanto  a  la  síntesis  química  como  a  las  reacciones 
catalizadas por  citocromos P450, para  la oxifuncionalización  selectiva de 
compuestos  de  interés  industrial,  ya  que  utilizando  únicamente  H2O2 
como  co‐sustrato,  esta  UPO  cataliza  reacciones  de  gran  interés  hasta 
ahora  desconocidas  para  estas  novedosas  enzimas,  como  son  la 
oxigenación terminal de alcanos, el acortamiento de  la cadena de ácidos 
grasos saturados y la epoxidación de ácidos grasos insaturados. 
  
 
